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Cette thèse a pour objectifs de caractériser en fonction de la saison l’activité de 
reproduction et l’aptitude de conservation à l’état liquide de la semence chez les boucs de la 
race Beni Arouss et de mettre au point des protocoles pour la maitrise de la reproduction chez 
la chèvre de cette race. L’activité de reproduction et l’aptitude de conservation de la semence 
ont été étudiées mensuellement au cours des quatre saisons de l’année. Le volet consacré à la 
mise au point des protocoles d’induction et de synchronisation d’œstrus et d’ovulation chez la 
chèvre Beni Arouss en anœstrus et en saison sexuelle a concerné au départ la comparaison de 
l’efficacité de protocoles dits « classiques » avant de tester l’efficacité d’un protocole alternatif 
basé sur l’utilisation de l’effet bouc. 
La caractérisation en fonction de la saison de l’activité de reproduction chez les boucs Beni 
Arouss (n = 7) a montré que la taille testiculaire varie en fonction de la saison avec les 
mensurations les plus élevées obtenues en été et en automne. La plupart des caractères liés au 
comportement sexuel n’ont pas été influencés par la saison, à l’exception du nombre de sauts 
avant la première éjaculation qui était plus faible en été. Concernant les caractéristiques de la 
semence, la concentration en spermatozoïdes, la viabilité et le pourcentage de spermatozoïdes 
normaux ont été inférieurs pendant la saison hivernale. La taille des têtes de spermatozoïdes, 
mesurée à l’aide du système CASA, a été significativement plus grande en automne et l'activité 
des spermatozoïdes, évaluée par le même système en terme de motilité et vitesses de 
progression, a été accrue en été et automne. Le score de performance reproductive global établi 
pour chaque individu a confirmé que pour l’ensemble des boucs, une amélioration de la 
performance de reproduction a été enregistrée en été et en automne.   
Afin d’évaluer l’effet de la saison sur la qualité de conservation à l’état liquide de la semence 
chez les boucs Beni Arouss des éjaculats récoltés mensuellement de sept boucs matures ont été 
conservés à 16 °C pendant 24 h dans un dilueur synthétique à une concentration finale de 800 
× 106 spermatozoïdes. ml-1. La motilité, la viabilité et la morphologie du sperme ont été 
évaluées à 0, 4, 8 et 24 h après conservation. La qualité de la semence a diminué 
progressivement entre 0 et 24 heures de conservation indépendamment de la saison de l’année. 
Néanmoins, après 24 heures de conservation, le sperme récolté en été a été de meilleure qualité 
(19 – 29% de baisse de qualité) que celui récolté en automne (28 – 46% de baisse de qualité) 
ou lors des autres saisons de faible reproduction.  
Ainsi, la saison influence les caractéristiques du sperme chez le bouc Beni Arouss avec une 
meilleure aptitude de conservation à 16° C obtenue en été. 
La comparaison de l'efficacité de huit combinaisons d'acétate de fluorogestone (FGA, 20 ou 40 
mg comme éponge vaginale insérée pendant 11 jours), de gonadotrophine chorionique équine 
(eCG, 300 ou 500 UI injectée 48 heures avant le retrait d’éponge) et de PGF2alpha 
(cloprosténol, 0 ou 50 µg injectée 48h avant le retrait d’éponge) pour l'induction et la 
synchronisation d'œstrus et d'ovulation chez la chèvre Beni Arouss a été réalisée en anœstrus 
saisonnier (printemps, n = 64) et en saison sexuelle (automne, n = 58). La détection des chaleurs 
a été réalisée entre 12 et 60 h après le retrait d’éponges. Des prélèvements sanguins permettant 
de déterminer le moment du pic pré-ovulatoire de LH et l'augmentation de la progestérone en 
tant que signe d'un corps jaune actif ont été effectués respectivement entre 20 et 60 heures et 
3, 5, 8 et 15 jours après le retrait d’éponges. D’après les résultats, l’ensemble des traitements 
hormonaux appliqués ont été efficaces pour induire et synchroniser l’œstrus et l’ovulation en 
période d’anœstrus et en saison sexuelle chez la chèvre Beni Arouss et la saison a influencé 
significativement le moment d’induction d’œstrus et du pic pré-ovulatoire de LH : Aucun effet 
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de la saison (printemps par rapport à l’automne) sur la réponse œstrale (95% contre 93%, p> 
0,05), le pic pré-ovulatoire de LH (94% contre 84%, p> 0,05) et la réponse lutéale après 3 à 8 
j et après 11 à 15 j après fin de traitement (respectivement 92% contre 66% et 92% contre 98% 
; p> 0,05) n’a été enregistré. L’induction d’œstrus (21 13-53 vs 32 12-54 heures ; P < 0,05) 
et du pic pré-ovulatoire de LH (26 20-60 vs 38 22-60 heures ; P < 0,05) a été tardive en 
automne. L’utilisation des éponges imprégnées de 40 mg a retardé significativement la réponse 
ovarienne en saison sexuelle par rapport à l’anœstrus : la réponse œstrale a été enregistrée après 
(36 16-54 vs 23 12-47 heures ; P < 0,05) et le pic pré-ovulatoire de LH (44 26-58 vs 33 
22-60 heures ; P < 0,05). Des différences significatives en fonction du traitement ont été 
enregistrées pour le délai du pic de LH (au plus tôt pour 20 mg de FGA, 300 UI d'eCG, 50 µg 
de PGF2alpha) et l’induction de la phase lutéale (au plus tard pour 40 mg de FGA, 300 UI 
d'eCG, 50 µg de PGF2alpha).  
Afin d’évaluer l’effet bouc en guise de remplacement de l’eCG sur l’induction et la 
synchronisation d’œstrus et d’ovulation en période d’anœstrus et en saison sexuelle chez la 
chèvre Beni Arouss, quatre boucs mâles ont été traités photopériodiquement 5 mois avant le 
début de l’étude avec 75 jours de jours longs (16 h de lumière et 8 h d'obscurité par jour), suivis 
par un retour à l’éclairement naturel afin de stimuler leur activité sexuelle. En période 
d’anœstrus et en saison sexuelle, quarante-cinq chèvres ont été assignées en fonction de leur 
âge et poids vif à trois traitements. Les femelles du groupe 1 ont été traitées pendant 11 jours 
avec des éponges imprégnées de 20 mg de FGA combinées à 300 UI d'eCG et 50 µg de 
cloprosténol injectés par voie intramusculaire 48 heures avant le retrait d'éponge. Les chèvres 
stimulées par l'effet de bouc sexuellement actif dans les groupes 2 et 3 ont reçu un traitement 
alternatif dans lequel l'injection d'eCG a été remplacée par des mâles sexuellement actifs 
introduits 2 jours avant (groupe 3) ou au moment du retrait d’éponge (groupe 2) et ont été 
laissés avec les femelles pendant 3 jours. Entre 20 et 80 h après le retrait d’éponges, les chèvres 
des groupes 2 et 3 ont été observées pour la détection des chaleurs induites par les boucs. Des 
prélèvements sanguins permettant de déterminer le moment du pic pré-ovulatoire de LH et 
l'augmentation de la progestérone en tant que signe d'un corps jaune actif ont été effectués 
respectivement entre 20 et 80 heures et 3, 5, 8 et 15 jours après le retrait d’éponges chez les 
chèvres des 3 groupes. Les résultats ont montré qu’en anœstrus saisonnier, 77% des chèvres 
induites par l'effet bouc ont été en œstrus à des intervalles allant de 60 à 74 heures après le 
retrait d'éponge pour le groupe 3 et de 71 à 77 heures pour le groupe 2 (P <0,05). Dans le 
groupe 1, 77% des chèvres ont eu un pic pré-ovulatoire de LH dans un intervalle allant de 24 à 
40 heures après le retrait d'éponge. Cependant, aucune des chèvres induites par l'effet mâle n'a 
montré un pic de LH endéans les 80 h ayant suivi le retrait d’éponge ni une phase lutéale 
endéans des 15 jours suivant le retrait d'éponge. 67% des chèvres du groupe 1 ont présenté une 
phase lutéale dans les 3 à 8 jours suivant le retrait d'éponge, qui s'est maintenue après 11-15 
jours. Pendant la saison de reproduction, le pourcentage des chèvres en œstrus a atteint 100% 
dans les groupes soumis à l'effet bouc, avec un délai de chaleurs allant de 22 à 68 heures après 
le retrait d’éponge. Dans les trois groupes, la majorité des chèvres ont présenté un pic pré-
ovulatoire de LH (84%) à un intervalle allant de 30 à 70 heures après le retrait d'éponge. Le 
pourcentage des chèvres présentant une phase lutéale dans les 3 à 8 jours suivant le retrait 
d'éponge n’a pas non plus différé entre les traitements (69% ; P> 0,05). Après 11 à 15 jours et 
sans différence entre groupes, la majorité des chèvres a ovulé et une phase lutéale a été installée 
(91%). Ainsi, l’utilisation de l’effet bouc pour induire et synchroniser l’ovulation en période 
d’anœstrus saisonnier chez les chèvres Beni Arouss traitées avec 20 mg de FGA et 50 µg de 
cloprosténol n’est pas prometteuse. Cependant, le même protocole apparaît comme une 
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alternative intéressante à l’utilisation de l’eCG pour la synchronisation de l'œstrus et de 
l'ovulation pendant la saison sexuelle chez les chèvres Beni Arouss.  
En conclusion, les recherches menées dans le cadre de cette thèse ont permis de montrer que :   
1) Malgré qu’une performance de reproduction maximale chez les boucs Beni Arouss a été 
notée en été et automne, la reproduction peut être possible tout au long de l’année ;  
2) La saison influence les caractéristiques du sperme avec une meilleure aptitude à la 
conservation à 16 °C obtenue en été. Néanmoins, l’utilisation de la semence conservée à 
16°C pendant un maximum de 24 heures semble possible pendant toute l’année ; 
3) L’induction et la synchronisation de l’œstrus et de l’ovulation est possible au moyen de 
différents traitements chez la chèvre Beni Arouss, que ce soit pendant la période 
d’anoestrus ou de reproduction. Le traitement basé sur l’insertion d’une éponge imprégnée 
de 20 mg de FGA pendant 11jours, avec des injections intramusculaires de 300 UI d’eCG 
et 50 µg de cloprostenol 48 h avant le retrait d’éponge apparaît comme le meilleur 
compromis entre efficience et réduction des doses utilisées ;  
4) L’utilisation de l’effet bouc pour induire et synchroniser l’ovulation chez les chèvres Beni 
Arouss traitées avec 20 mg de FGA et 50 µg de cloprosténol apparaît comme alternative 
intéressante à l’utilisation de l’eCG pendant la saison sexuelle. 
La validité de ces résultats générés dans un centre de recherche devra être vérifiée dans des 
conditions de terrain. Ensuite, ces acquis obtenus dans le cadre d’un projet de coopération, 






















This thesis aims (1) to characterize the impact of season on reproductive activity and liquid 
storage of semen in Beni Arouss bucks and (2) to develop protocols for reproduction control 
in goats of this breed. Reproductive activity and storage ability of semen were characterized 
monthly during the four seasons of the year. The section devoted to the development of 
protocols for oestrus and ovulation induction and synchronization in the Beni Arouss goat 
aimed to compare the effectiveness of so-called "classical" protocols before testing the efficacy 
of an alternative protocol based on the use of the buck effect for the induction and 
synchronization of oestrus and ovulation in the Beni Arouss goat during anoestrus and breeding 
season. 
Seasonal characterization of reproductive activity in Beni Arouss bucks (n = 7) revealed that 
testicular size varied significantly by season with the highest measurements recorded during 
summer and autumn. Most traits related to sexual behavior were not affected by season except 
the number of mounts before first ejaculation, which was lowest in summer. Regarding 
characteristics of semen, the sperm concentration, the viability and the percentage of normal 
sperm were lower during the winter season. The size of sperm heads, measured using the CASA 
system, was significantly higher in autumn and the activity of spermatozoa, evaluated by the 
same system in terms of motility and velocities, was increased in summer and autumn. The 
global reproductive performance score established for each buck confirmed an improved 
performance for all bucks during summer and autumn. 
The effect of storage and season on Beni Arouss goat fresh semen by use of a synthetic extender 
was assessed by collecting ejaculates at monthly intervals by artificial vagina from seven 
mature bucks. After extending semen at a final concentration of 800 × 106 spermatozoa. ml-1 it 
was stored at 16°C during 24 h. Semen motility, viability and normal morphology were 
assessed at 0, 4, 8 and 24 h after collection. As expected, motility, viability and normal 
morphology parameters showed a significant reduction within 24 h of storage and during all 
seasons. However, semen collected in summer maintained a better quality after 24 hours of 
storage at 16°C (19 – 29% of quality loss) than semen collected during autumn (28 – 46% of 
quality loss) or the other seasons. Therefore, the season affected the characteristics of Beni 
Arouss buck semen with a better storage ability at 16ºC during summer. 
The efficacy of eight combinations of fluorogestone acetate (FGA, 20 or 40 mg as intravaginal 
device during 11 days), equine chorionic gonadotropin (eCG, 300 or 500 IU injected 48 hours 
before FGA removal) and PGF2alpha (cloprostenol, 0 or 50 µg injected 48h before FGA 
removal) aiming at induction and synchronization of oestrus and ovulation was evaluated 
during the anoestrus season (spring, n=64) and during the breeding season (autumn, n=58) in 
adult Beni Arouss goats. Oestrus behaviour was recorded between 12 and 60 hours after 
removal of FGA delivering device. Blood samplings allowing to assess onset of the 
preovulatory LH surge and increase of progesterone as sign of an active corpus luteum were 
performed respectively between 20 and 60 hours and 3, 5, 8 and 15 days after removal of FGA 
delivering device. All the hormone combinations tested appeared equally effective in terms of 
oestrus and ovulation rates in Beni Arouss goats during the anoestrus and the breeding season, 
and season significantly influenced onset of oestrus and LH surge: no season-related 
differences (spring versus autumn) were recorded for oestrus response (95% versus 93%, P > 
0.05), preovulatory LH surge (94% versus 84%, P > 0.05) and luteal response after 3 to 8 and 
after 11 to 15 days after treatment (respectively 92% versus 66 % and 92 % versus 98%; P > 
0.05). Onset of oestrus (21 13-53 versus 32 12-54 hours; P < 0.05) and LH surge (26 20-
60 versus 38 22-60 hours; P < 0.05) occurred significantly later in autumn. High dose 
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regimen of FGA (40 mg) delayed the ovarian response in autumn compared to spring: the onset 
of oestrus occurred 36 16-54 versus 23 12-47 hours (P < 0.05) and of LH surge 44 26-58 
versus 33 22-60 hours (P < 0.05). Significant treatment-related differences were recorded for 
onset of LH surge (earliest for 20 mg FGA, 300 IU eCG, 50 g PGF2alpha) and onset of luteal 
phase (latest for 40 mg FGA, 300 IU eCG, 50 g PGF2alpha). 
To assess the effect of eCG replacement by the buck effect on the induction and 
synchronization of oestrus and ovulation in Beni Arouss goat during anoestrous and during 
breeding season, four bucks were exposed to artificial long days (16 h of light and 8 h of 
darkness per day) during 75 days prior to anoestrus season, followed by a natural photoperiod 
to stimulate their sexual activity. During the anoestrus and during the sexual season, forty-five 
goats were assigned to three treatments according to their age and live weight. Goats of group 
1 were treated for 11 days with vaginal sponges impregnated with 20 mg of FGA combined to 
300 IU of eCG and 50 µg of cloprostenol injected intramuscularly 48 h prior to sponge removal. 
Goats of group 2 and 3 were also treated with 20 mg of FGA and 50 µg of cloprostenol, but 
eCG injection was replaced by a sexually active buck introduced 0 hours (group 2) or 48 hours 
(group 3) before FGA removal. Oestrus behavior and preovulatory LH surge were recorded 
between 20 and 80 hours after FGA sponge removal. The onset of a luteal phase was monitored 
by plasma progesterone measurement at day 3, 5, 8 and 15 after FGA removal. During the 
anoestrus season, 77 % of goats induced by the buck effect showed an oestrus at intervals 
ranging from 60 to 74 hours following sponge removal for group 3 and from 71 to 77 hours for 
group 2 (P < 0.05). In group 1, 77 % of goats displayed a preovulatory LH surge between 24 
and 40 hours after sponge removal and 67% developed a luteal phase, but no LH surge or luteal 
response was detected in goats of group 2 and 3. During the breeding season, oestrus response 
rate reached 100 % in goats synchronized with the buck effect with an interval ranging from 
22 to 68 hours in groups 2 and 3 (P > 0.05). In all groups, most of the goats displayed a 
preovulatory LH surge (84 %) at an interval ranging from 30 to 70 hours following sponge 
removal (P > 0.05). The percentage of females displaying luteal phase within 3 to 8 days from 
sponge removal did not differ among groups (69 %; P > 0.05). After 11 to 15 days, the 
occurrence of ovulation followed by normal luteal phase was raised in all groups and reached 
91 % (P > 0.05). In conclusion, the use of bucks failed to induce and to synchronize ovulation 
in Beni Arouss goats previously treated with 20 mg of FGA and 50 µg of cloprostenol during 
anoestrus. However, the same protocol appears as an adequate alternative for oestrus and 
ovulation synchronization during the breeding season. 
In conclusion, the studies performed during this doctoral research have shown that:  
1) Beni Arouss bucks’ semen quality undergoes seasonal changes and reaches its maximum 
in autumn; semen quality appears however compatible with fertilization throughout the 
year; 
2) Semen storage at 16°C is also submitted to seasonal changes, the lowest storage-related 
quality loss being recorded in summer. Semen quality after 24 hours of storage seems 
compatible with IA requirements throughout the year; 
3) Induction and synchronization of oestrus and ovulation using different hormonal treatments 
is possible in Beni Arouss goats during the period of anoestrus and during the period of 
reproduction. The treatment combination based on vaginal sponges impregnated by 20 mg 
of FGA during 11 days and intramuscular administration of 300 IU of eCG and 50 µg of 
cloprostenol 48 hours before sponge removal appears as the best compromise between 
efficiency and hormone dose reduction; 
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4) The use of the buck effect in order to induce and to synchronize oestrus and ovulation in 
Beni Arouss goats treated with 20 mg of FGA and 50 µg of cloprostenol appears as an 
interesting alternative to f eCG during the reproduction period. 
As these study results have been generated throughout controlled research settings, their 
validity needs to be verified under field conditions. Later on, these results might implement the 
practices of the insemination center whose creation is planned as next step of a development 
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Dans les pays du bassin méditerranéen, l’élevage des ovins et caprins a été et restera une 
production typique liée aux traditions de la région. Il a toujours été une des principales 
productions animales dans ces pays (Boyazoglu et Hatziminaoglou, 2002) et permet une 
valorisation efficace de milliers d’hectares marginaux en permettant une production de 
protéines animales de haute qualité (Boyazoglu et Flamant, 1990).  
Au Maroc, l’élevage caprin compte un effectif important : 6,1 Millions de têtes réparties dans 
les régions montagneuses et enclavées (MAPM, 2017). Le système d’élevage le plus répandu 
est le système extensif basé notamment sur l’utilisation des parcours et des forêts. La 
production nationale en viande rouge caprine est de 29.817 tonnes par an, soit 6% de la 
production nationale en viandes rouges alors que celle en lait est de 44 millions de litres, soit 
2% de la production nationale en lait (FAOSTAT, 2016). C’est un élevage notamment orienté 
vers la production de viande avec une productivité faible estimée à 6 kg de viande et 38 kg de 
lait par chèvre et par an (Benlkhal et Tazi, 2005). Malgré ceci, ce type d’élevage reste au centre 
des dynamiques de développement des sociétés rurales et joue par conséquent un rôle dans la 
constitution des revenus des éleveurs notamment ceux des régions marginalisées. 
Dans la région Nord du Maroc, l’élevage caprin compte un effectif de 788.000 têtes, soit 10% 
du cheptel caprin national et 37% du cheptel de la région (Chentouf et al., 2014). Deux 
systèmes d’élevages caprins se côtoient dans la région, l'élevage destiné à la production de 
viande uniquement, qui domine le secteur, et celui organisé pour une production mixte, lait et 
viande (Chentouf et al. 2004 ; Alami et al., 2005). La production en viande caprine de la région 
est estimée à 5000 tonnes de viande par an et celle de lait est de 400 tonnes de lait par an (Jout, 
2014). 
Malgré sa faible productivité (Chentouf et al., 2006 ; 2009), l’élevage caprin apporte une forte 
contribution aux revenus des populations rurales du Nord du Maroc (estimée à 70%, Chentouf 
et al., 2011) et joue par conséquent un rôle socio-économique incontestable. 
Depuis le début des années 90, le secteur caprin bénéficie d'un appui des autorités publiques et 
d'organisations non gouvernementales. Dans la région du Nord du Maroc, cet appui se 
concrétise principalement dans le Programme Agricole Régional (PAR), retenu dans le cadre 
du plan "Maroc vert" horizon 2020. Ce plan vise l’amélioration de la rentabilité des élevages 
et par conséquent du niveau de vie des producteurs caprins. Pour atteindre cet objectif, la mise 
en place d’un programme d’amélioration génétique des caprins locaux est retenue comme axe 
d’intervention prioritaire. 
Notre recherche s’inscrit dans cette perspective. En effet, la race Beni Arouss reconnue 
récemment comme la race locale de la région du Nord du Maroc (Nº 6430, 01/2016, Journal 
officiel du royaume du Maroc) fait l’objet de ce programme d’amélioration génétique. Cette 
race, malgré la grande variabilité qui existe entre les individus, est caractérisée par une bonne 
adaptation aux milieux difficiles ainsi que des bons potentiels de production en viande et en 
lait qui s’améliorent en passant d’un système extensif à intensif (Chentouf, 2007).  
Une sélection bien structurée de la race Beni Arouss va permettre d’améliorer la productivité 
des élevages de façon à réduire également l’introduction de ressources génétiques exogènes. 
Bien que productive, les races introduites (telles que les races Alpine, Murciano-Granadina et 
Saanen) ne s’adaptent que faiblement aux systèmes des petits éleveurs et mettent le maintien 





Depuis la reconnaissance officielle de la race Beni Arouss, un programme de sélection 
génétique a été mis en place. Il est piloté par l’Association Nationale Ovine et Caprine (ANOC) 
au Maroc et en est à ses premiers stades d’application. 
L’objectif global de la présente thèse est de mettre au point les savoirs techniques nécessaires 
à l’implantation et au fonctionnement d’un centre d'insémination artificielle (IA) qui va 
accompagner le programme d’amélioration génétique de la race Beni Arouss.  
En effet, l'application de l’IA nécessite une étude préalable de la variation saisonnière de 
l’activité de reproduction chez les boucs. Concernant la race Beni Arouss, peu d’informations 
existent. La seule étude réalisée a concerné toute la population du Nord du Maroc et a été 
limitée aux mensurations testiculaires avec quelques paramètres de qualité spermatique 
(Chentouf et al., 2011). Ainsi, un suivi mensuel et pendant toute l'année de la variation du 
comportement sexuel, des mensurations testiculaires et de la quantité et la qualité spermatique, 
va permettre de déterminer la meilleure période pour la réalisation de la collecte de semence 
en vue d’inséminations artificielles. 
Durant ces dernières années, la conservation de la semence à l’état liquide est devenue une 
technique courante et peu couteuse pour développer l’insémination artificielle à grande échelle 
chez les chèvres (Leboeuf et al., 2000 ; 2003). Seulement, la capacité du sperme conservé à 
maintenir sa qualité plus longtemps est essentielle pour offrir une plus grande flexibilité entre 
les élevages et le centre d'IA. L’influence de la saison sur la cryoconservation de la semence 
chez le bélier et le bouc a été étudiée chez plusieurs races (Tuli et Holtz., 1995 ; D'Alessandro 
et Martemucci, 2003 ; Gallego-Calvo et al., 2015 ; Wang et al., 2015). Toutefois, aucune étude 
de l’influence de la saison sur la conservation à l’état liquide du sperme du bouc Beni Arouss 
n’a été réalisée. Pour ceci, un suivi mensuel et pendant toute l'année de la variation saisonnière 
de la qualité de la semence conservée à 16ºC va permettre d’évaluer l’aptitude de conservation 
de la semence en fonction de la saison.  
Par ailleurs, les protocoles hormonaux d’induction et de synchronisation des ovulations adaptés 
aux chèvres Beni Arouss ne sont pas disponibles. Ni la dose optimale du traitement 
progestagène, ni la dose d’eCG ou de prostaglandines 2α (PGF2α) à appliquer ne sont connues, 
ce qui explique la faiblesse des résultats obtenus à l’heure actuelle. La mise au point de 
protocoles adaptés s’avère donc nécessaire. 
Finalement, la mise au point d’un protocole alternatif basé sur une utilisation limitée 
d’hormones exogènes, en remplaçant l’eCG par l’effet bouc est à prospecter, surtout après 
l’évolution récente des préoccupations sociétales vers le renforcement de la sécurité alimentaire 
des produits animaux à travers une réduction des résidus ainsi que vers la promotion du bien-
être animal. En plus, une apparition des anticorps anti-eCG est observée lors des utilisations 
répétées des traitements hormonaux avec l’eCG (Baril et al., 1996 ; Roy et al., 1999), réduisant 
par conséquent l’utilisation prolongée de cette hormone.  
Ce document de thèse est présenté en quatre grands chapitres. Le premier chapitre fait le point 
sur les connaissances relatives à la saisonnalité et à la conservation de la semence chez le bouc 
et à la maitrise de la reproduction chez la chèvre. Le deuxième est consacré aux objectifs 
détaillés de la recherche et à la présentation de la zone d’étude et des principales méthodes et 
matériel utilisés. La troisième partie présente quatre études réalisées sous forme d’articles 
originaux. La dernière partie consistera en une discussion générale menant aux conclusions et 






























 Chapitre I. Revue de la littérature 
 
1. La reproduction chez le bouc 
1.1. La saisonnalité de la reproduction chez le bouc 
L'activité reproductrice de la plupart des petits ruminants présente des variations saisonnières. 
Ces variations se manifestent chez la femelle par l’existence d’une période d’anœstrus 
saisonnier (repos sexuel) et d’une période de reproduction sexuelle ; Tandis que chez le mâle, 
une période de faible activité sexuelle existe et elle est caractérisée par une diminution de 
l’intensité du comportement sexuel (libido), de la taille testiculaire, de la sécrétion hormonale 
et de la production de la semence aussi bien en quantité qu’en qualité.  
Dans les élevages, la saisonnalité de la reproduction engendre des baisses plus ou moins 
importantes de la fertilité (Thimonier, 1996; Chemineau et al., 1998). Chez le bouc, elle est 
plus ou moins marquée selon plusieurs facteurs à savoir la race (Perez and Mateas, 1996; 
Karagiannidis et al., 2000; Ángel-García et al., 2015; Arrebola and Abecia, 2017), le climat 
(Zarei et al., 2009), la saison (Roca et al., 1992; Karagiannidis et al., 2000; Barkawi et al., 
2006; Talebi et al., 2009; Zarazaga et al., 2009; Arrebola and Abecia, 2017), l’alimentation 
(Walkden-Brown et al., 1994; Martin and Walkden-Brown, 1995; Walkden-Brown and 
Bocquier, 2000; Martin et al., 2004; Blache et al., 2008; Dolatpanah et al., 2008; Martin et al., 
2010; Vázquez-Armijo et al., 2011; Adibmoradi et al., 2012) et la latitude (Perez and Mateas, 
1996; Karagiannidis et al., 2000; Choe et al., 2006; Gómez-Brunet et al., 2012). Cependant, la 
saison est l’un des facteurs qui semblent avoir la plus grande influence sur les performances 
reproductives des boucs (Perez and Mateas, 1996; Barkawi et al., 2006).  
Il a été clairement établi que la variation saisonnière de la fertilité chez les caprins est contrôlée 
principalement par les variations annuelles de la durée du jour (Chemineau et al., 1992a; 
Delgadillo et al., 2004; Talebi et al., 2009). Les variations annuelles de la photopériode sont 
traduites en rythme de sécrétion de la mélatonine. Chez les caprins considérés comme une 
espèce à jours courts, la réduction de la durée du jour (augmentation de la durée des nuits) 
entraine une augmentation dans la durée de sécrétion de la mélatonine et dans sa concentration 
pendant l’obscurité, cette hormone secrétée par la glande pinéale suivant un rythme 
nycthéméral est responsable de la traduction du message lumineux chez les animaux (Thibault 
and Levasseur, 2001; Cameron, 2008). En agissant sur l’activité de l’axe hypothalamo-
hypophysaire elle stimule la fonction de reproduction via le contrôle de la sécrétion pulsatile 
de GnRH / LH (Chemineau et al., 2010). Des études récentes ont montré que la mélatonine 
agissait sur les neurones à GnRH / LH à travers une population de neurones, appelée neurones 
à Kisspeptines et RFRP (RFamide-related peptide) (Clarke et al., 2009 ; Dardente et al., 2016). 
Chez les chèvres, la signalisation par les kisspeptines joue un rôle important dans la sécrétion 
pulsatile de la GnRH et de la LH afin de contrôler la saison de reproduction chez cette espèce 
(Wakabayashi et al., 2010). 
Par ailleurs, pour que la réduction de la durée de jour déclenche la saison de reproduction, il 
faut qu’elle ait été précédée d'un allongement du jour. 





1.1.1. Aspects neuroendocrinologiques 
Chez le mâle, le démarrage de la spermatogenèse s’effectue à la puberté et se caractérise par 
l’augmentation du volume testiculaire suite à l’augmentation de la longueur et du diamètre des 
tubules et la formation de la lumière dans ces derniers.  
Le développement des spermatogonies, disposées en périphérie de l’épithélium séminal et entre 
les cellules de Sertoli, en spermatozoïdes est organisé selon un ordre spatial et temporel 
rigoureux ; l’entrée en spermatogenèse (Fig. 1) de différents ilots de spermatogonies se fait en 
effet de façon régulière et cyclique tous les 10 jours chez le bouc (França et al., 1999). Un cycle 
complet dure par ailleurs 51 jours et implique trois divisions successives de spermatogonies en 
spermatocytes de 1er (phase de spermatocytogenèse) puis de 2ème ordre et enfin en spermatides 
(phase de méiose) qui vont se différencier après 37 jours à peu près en des spermatozoïdes 
libres (spermiogénèse) en se détachant du compartiment apical des cellules de Sertoli (Derashri 
et al., 1992 ; França et al., 1999 ; Gilles et al., 2006). Ces différentes phases sont sous contrôle 
de l’axe gonadotrope. La gonadolibérine, GnRH, de l’hypothalamus contrôle la sécrétion de 
deux gonadotrophines hypophysaires, la LH et la FSH. Celles-ci ne sont pas seulement 
impliquées dans la différenciation et la multiplication des cellules souches, mais aussi dans la 
synthèse et la sécrétion de la testostérone par les cellules Leydig du testicule (Chemineau and 
Delgadillo, 1994) (Fig. 2). 
 
Figure 1. Schéma récapitulatif des différentes phases de la spermatogenèse chez le bouc. 
En fait, la régulation de la sécrétion de FSH est faite d’une manière moins épisodique 
(Chemineau et Delgadillo, 1994). C’est l’hormone qui agit directement sur les cellules 
germinales en activant leur multiplication et qui stimule la production de l’ABP (Androgène 
Binding Protein) et l’inhibine par les tubules séminifères et les cellules de Sertoli. Cette 
dernière exerce un feed-back négatif sur la sécrétion de FSH en agissant soit sur les neurones 
hypothalamiques, soit sur les noyaux hypophysaires (de Kretser et al., 2000). 
Pour la LH, elle n’est pas libérée continuellement par l'hypophyse. Des périodes brusques de 
libération contrôlées par l'activité des neurones de l'hypothalamus, ont lieu en alternance avec 





des périodes de repos au cours desquelles une sécrétion basale est enregistrée. Ces périodes de 
sécrétion, appelées pulses, se caractérisent par leur amplitude, directement liée à la quantité de 
la LH libérée dans la circulation générale.  
Les changements brutaux de la concentration plasmatique de LH agissent indirectement sur le 
processus de la spermatogenèse en entraînent une stimulation rapide des cellules de Leydig qui 
réagissent en synthétisant de la testostérone. Celle-ci se lie au niveau du cytoplasme sertolien 
à l'ABP dont le complexe ainsi formé agit sur les spermatocytes en activant la méiose et sur les 
spermatides en stimulant la spermiogenèse. Par ailleurs, la testostérone circulante stimule le 
tractus génital, les caractères sexuels secondaires, le comportement sexuel et les glandes 
annexes, d’une part, et inhibe par rétroaction négative la sécrétion de LH, d’autre part (Fig. 2).  
D’avantage, chez le mâle, des concentrations élevées d’œstrogènes sont détectées dans les 
testicules en plus de la testostérone produite par les cellules de Leydig. La production 
d'œstrogènes provient de la conversion enzymatique d'androgènes en œstrogènes par l'enzyme 
aromatase, et les cellules de Leydig sont plus actives dans la production d'œstrogènes que les 
cellules de Sertoli (O’Donnell et al., 2001). En effet, il est possible qu'une partie de l'action 
inhibitrice de la testostérone s'exerce au travers de sa bioconversion en œstradiol. Ce dernier 
ralentit aussi le générateur de pulses hypothalamiques et donc la libération de LH (Stormshak 
et al., 2008 ; Roser, 2011).  
Chez le mâle, chaque pulse de LH est suivi d'un pulse de testostérone dont l'amplitude varie en 
fonction de la situation physiologique de l’individu (Chemineau and Delgadillo, 1994) (Fig. 
3). 
 
Figure 2.  La régulation hormonale de la fonction sexuelle chez le mâle (Copyright © 2007. 
Pearson Education, Inc. publishing as Benjamin Cummings). 






Figure 3. Variations des concentrations plasmatiques en LH et en testostérone chez le bouc de 
race Créole lorsque des prélèvements sanguins ont été effectués toutes les 20 min (Chemineau 
et Delgadillo, 1994). 
L'activité de l'axe hypothalamo-hypophyso-testiculaire chez les caprins est saisonnière. La 
sécrétion de la testostérone par les testicules dépend principalement de la latitude (Delgadillo 
et al., 2004). Elle est étroitement liée aux variations de la durée des jours de façon que les jours 
courts ou décroissants stimulent la sécrétion de la LH, qui à son tour induit une croissance 
testiculaire et la libération de la testostérone. Au contraire, les jours croissants, favorisent une 
diminution de la sécrétion de la LH, une involution des testicules et une réduction de la 
libération de la testostérone (Walkden-Brown et al., 1994 ; Hotzel et al., 2003).  
1.1.2. Aspects comportementaux: la libido 
La saisonnalité de la reproduction est un phénomène influencé principalement par les variations 
annuelles de la photopériode et dont l’intensité augmente relativement à la latitude (Abecia et 
al., 2012). 
Le comportement sexuel est considéré parmi les premiers changements observés lors des 
variations de saison. Dans les zones tempérées, les boucs connaissent une reproduction 
saisonnière marquée. Par exemple, chez le bouc de la race Alpine et Saanen maintenus à 46ºN 
de latitude, la diminution de la durée du jour en automne est accompagnée par une 
augmentation de la concentration de la testostérone avec des changements observés dans la 
libido (Delgadillo and Chemineau, 1992; Chemineau et al., 1999). La proportion des boucs 
n’ayant pas éjaculé augmente entre Mai et Août, alors qu’à partir d’Octobre à Avril tous les 
boucs éjaculent (Delgadillo et al., 1991). Le temps de réaction (temps entre le premier contact 
avec la femelle et l’éjaculation chez le bouc) change aussi d’une saison à une autre (Delgadillo 
et al., 1991) et il est inversement lié au niveau de la testostérone dans le sang (Delgadillo et al., 
2001). 
Cependant, dans les zones de latitude moyenne (30-40ºN) et principalement dans la région 
méditerranéenne et le Moyen Orient, la plupart des races dont la race Payoya (Zarazaga et al., 
2009), la race Murciana granadina (Arrebola et al., 2010) et la race Zaraibi (Barkawi et al., 
2006) ont montré une activité reproductive moins saisonnière avec un maximum d’activité 
sexuelle (temps minimal de réaction) observé durant les saisons estivale et automnale. D’autres 





races à savoir la race Blanche d’Andalousie (Gallego-Calvo et al., 2015) et la race Verata 
(Perez and Mateas, 1996) n’ont pas montré de variations significatives dans le comportement 
sexuel par rapport à d’autres paramètres.  
Plus loin, dans les zones où la latitude est inférieure à 30ºN, la saisonnalité est quasi absente 
(Greyling and Grobbelaar, 1983; Chemineau, 1986). 
1.1.3. Variation de la taille testiculaire en fonction de la saison 
Les variations saisonnières de la taille testiculaire représentent un autre effet physiologique de 
la saison chez le bouc. Il s’agit de paramètres physiques rapidement mesurables. La 
circonférence scrotale (CS) est l’élément le plus fréquemment mesuré dans les études sur les 
variations saisonnières de l’activité sexuelle chez les boucs, car il s’agit d’une mesure facile à 
obtenir en utilisant un ruban métrique conçu pour cette raison. En plus, la circonférence scrotale 
peut être considérée comme facteur prédictif de la fonction spermatogénique du mâle (Daudu, 
1984) et a été utilisée pour prédire la production spermatique chez le bouc (Ritar et al., 1992; 
Walkden-Brown et al., 1994; Turri et al., 2016).  
Chez les boucs de différentes races européennes, sous des latitudes élevées, le volume 
testiculaire varie au cours de l'année principalement sous l'influence de la photopériode 
(Corteel, 1977; Leboeuf et al., 2000). La taille testiculaire est maximale en saison sexuelle et 
diminue en dehors de celle-ci (Delgadillo et al., 1991). En revanche, sous faibles latitudes, chez 
les boucs de la race Créole (26° N) ou la race locale Canarienne (28°N) on n'observe peu ou 
pas de variations saisonnières de ces paramètres (Chemineau, 1986; Fresno et al., 2000). 
Dans les zones de latitude moyenne, Al-Ghalban et al. (2004), Kridli et al. (2007), Zarazaga et 
al. (2009) et Chentouf et al. (2011) ont également illustré la variation saisonnière de la taille 
testiculaire sur une année complète respectivement chez des boucs des races Damascus, Noire 
locale de Damascus, Payoya et la population locale du Nord du Maroc. Pour la plupart, les 
valeurs maximales ont été obtenues en été et en automne alors que, les valeurs minimales ont 
été obtenues en hiver. La saison de l’année n’a pas influencé la taille testiculaire chez les races 
Blanche d’Andalousie et Murciana granadina (Gallego-Calvo et al., 2015; Arrebola and Abecia 
2017).  
1.1.4. Variation de la quantité et la qualité de la semence en fonction de la saison 
À l'instar de la libido et de la taille testiculaire, la production spermatique ainsi que la qualité 
de la semence sont également influencées par la photopériode. Dans les zones tempérées, la 
spermatogenèse ne s’arrête pas mais la production spermatique diminue à certaines périodes 
de l’année à cause de la diminution du rendement de la spermatogenèse (Colas et al., 1972  ). 
Chez les races à activité saisonnière dont les races Alpine et Poitevine, le volume, la 
concentration de la semence et le nombre total des spermatozoïdes par éjaculat varient avec les 
saisons. Un volume élevé est obtenu durant la saison sexuelle (en automne et hiver) et qui 
diminue au printemps pour atteindre son minimum pendant la saison estivale. La concentration 
spermatique suit une évolution inverse de celle du volume et du nombre total des 
spermatozoïdes et elle est faible en saison sexuelle et élevée en dehors de la saison de 
reproduction. Ces variations sont dues aux changements observés dans la sécrétion du plasma 
séminal par les glandes annexes. Celles-ci sont stimulées par la testostérone dont la 
concentration est élevée en saison sexuelle et basse en contre saison (Corteel, 1977).  





La qualité des spermatozoïdes est aussi affectée par la saison. Le pourcentage de 
spermatozoïdes mobiles et leur motilité massale sont plus élevés durant la saison sexuelle 
(automne et hiver). En dehors de celle-ci (printemps et été) la motilité du sperme diminue 
progressivement pour atteindre des niveaux faibles pendant plusieurs semaines (Corteel and 
baril, 1975; Corteel et al., 1976; Delgadillo et al., 1992). 
De faibles variations du pourcentage d'anomalies morphologiques ont été mises en évidence 
avec un niveau de 5-8% durant la saison sexuelle et 10-18% en dehors de celle-ci (Corteel, 
1977; Tuli and Holtz, 1992). Cependant, le changement saisonnier observé dans la motilité des 
spermatozoïdes est associé à une diminution de la fertilité. Quand des chèvres Alpines ont été 
inséminées avec des spermatozoïdes produits en dehors de la saison sexuelle, les taux de 
fertilité obtenus ont été faibles (Corteel et al., 1976). 
Sous faibles latitudes, Chemineau (1986) a rapporté que les boucs de la race Créole de 
Guadeloupe (26° N), ne manifestent pas de variations saisonnières dans leur activité sexuelle 
s’ils sont soumis à des bonnes conditions d’élevage. Le volume, la concentration de l’éjaculat 
et le nombre total des spermatozoïdes restent stables durant tous les mois de l’année. De même, 
la fertilité ne varie pas quelle que soit la saison d’accouplement.  
Dans la région méditerranéenne, plusieurs races dont les races Murciana granadina, Verata, 
Payoya, population locale du Nord du Maroc et la Blanche d’Andalousie ont été étudiées afin 
d’observer les variations saisonnières de la quantité et de la qualité de la semence (Roca et al., 
1992; Perez and Mateas, 1996; Zarazaga et al., 2009; Chentouf et al., 2011; Gallego-Calvo et 
al., 2015). La récolte de la semence a été effectuée à l’aide d’un vagin artificiel dans toutes les 
études. Chez la race Murciana granadina, la saison a affecté la quantité de la semence récoltée, 
le volume et le nombre total de spermatozoïdes les plus élevés ont été obtenus en été et en 
automne comparativement à l’hiver et au printemps. La concentration suit une évolution 
inverse. Le pourcentage des spermatozoïdes normaux et la motilité étaient plus élevés en été et 
en automne ce qui montre qu’une bonne quantité et qualité de la semence ont été obtenues 
durant ces deux saisons. Cependant, la race Verata présentait une concentration et un volume 
spermatique élevés en hiver et printemps et les faibles valeurs étaient donc observées en été et 
en automne. Les auteurs ont également noté des différences significatives entre les saisons pour 
les critères de la qualité de la semence, les valeurs les plus élevées ont été obtenues en été et 
en automne et qui diminuent en printemps (Perez and Mateas, 1996). 
Pour les races Payoya et Blanche d’Andalousie, Zarazaga et al. (2009) et Gallego-Calvo et al. 
(2015) ont également noté des différences significatives entre les saisons pour la plupart des 
critères d'évaluation de la semence, avec des faibles valeurs de concentration et de motilité 
obtenues en hiver.  
Enfin, tout comme chez les races espagnoles, Chentouf et al. (2011), avec des boucs de la 
population locale du Nord du Maroc, ont trouvé que les valeurs inferieures concernant la 
production de la semence ont été obtenues pendant la saison hivernale, tandis que la motilité et 
la viabilité ne variaient pas selon la saison de l'année.  
En conclusion, sous des latitudes moyennes, la majorité des auteurs s'accorde pour dire que les 
paramètres descriptifs de la qualité de la semence de bouc présentent des variations 
saisonnières. Cependant, certains affirment que ces variations ne sont toutefois pas assez 
importantes pour empêcher l'utilisation de la semence de bouc tout au long de l’année (Roca et 





al., 1992; Perez and Mateas, 1996). Aussi, les variations individuelles semblent très 
importantes et à considérer. 
1.2. Conservation de la semence caprine 
1.2.1. Prélèvement de la semence 
La semence de bouc est habituellement prélevée à l’aide d’un vagin artificiel ou par 
électroéjaculation. Bien que la première méthode nécessite l’entrainement des boucs à la 
collecte, la seconde peut s’effectuer sur des boucs inexpérimentés au prélèvement de la 
semence (Wulster-Radcliffe et al., 2001 ; Santiago-Moreno et al., 2009). 
Des différences dans les caractéristiques des éjaculats obtenus par les deux méthodes ont été 
observées chez différentes espèces (Marco-Jiménez et al., 2005 ; 2008 ; Jiménez-Rabadán et 
al., 2012). L’électroéjaculation diffère de l’éjaculation naturelle de manière que les 
stimulations induites par l’électroéjaculation changent les fonctions sécrétrices des glandes 
annexes en affectant le volume de l’éjaculat obtenu (Alvarez et al., 2012). Un volume élevé 
avec une faible concentration est enregistré lorsque la semence est prélevée par 
électroéjaculation, ce qui entraine une plus grande quantité du plasma séminal (Marco-Jiménez 
et al., 2008). En plus, des différences dans la composition du plasma ont été rapportées chez le 
bouc et le bélier lorsque la semence est prélevée par électroéjaculation, ce qui influence 
l’aptitude de la semence à la congélation (Marco-Jiménez et al., 2008, Alvarez et al., 2012). 
Après congélation-décongélation, la qualité de la semence prélevée à l’aide d’un vagin artificiel 
est meilleure que celle prélevée par électroéjaculation (Jiménez-Rabadán et al., 2012 ; 2016). 
Ceci, peut-être dû à un changement dans la composition et la concentration en protéines dans 
le plasma séminal en fonction de la méthode de collecte. Sachant que certaines protéines 
peuvent jouer un rôle important dans la prévention des dommages dus au choc thermique 
(Barrios et al., 2005), une modification dans leur proportion dans le plasma séminal peut donc 
influencer la cryorésistance de la semence. Par ailleurs, aucun effet de la méthode de 
prélèvement sur la qualité de la semence fraiche chez les petits ruminants n’a été enregistré 
(Marco-Jiménez et al., 2005 ; Álvarez et al., 2012, Jiménez-Rabadán et al., 2012).  
On peut déduire que pour une conservation optimale du sperme, la collecte par vagin artificiel 
reste la plus recommandée pour obtenir un éjaculat de qualité. Pourtant, l’électroéjaculation 
reste une alternative pour la collecte de la semence chez les mâles non entraînés.   
1.2.2. Caractéristiques du sperme chez le bouc : effet délétère du plasma séminal 
L’objectif de la conservation de la semence est de maintenir le pouvoir fécondant des 
spermatozoïdes tout en arrêtant ou réduisant leur mobilité et ainsi leurs réactions métaboliques 
pendant un certain temps (Evans and Maxwell, 1987). Pour cet effet, plusieurs dilueurs ont été 
utilisés afin d’assurer une conservation efficace de la semence et qui sont principalement à base 
du jaune d’œuf ou du lait.  
Chez le bouc, un problème majeur provient de l’effet délétère du plasma séminal sur la survie 
des spermatozoïdes dilués et conservés dans des milieux à base du jaune d’œuf ou du lait. Cet 
effet a été attribué à une enzyme (phospholipase) appelée enzyme coagulatrice du jaune d’œuf 
(EYCE), secrétée par les glandes bulbo-urétrales et libérée dans le plasma séminal sous 
influences saisonnières (Pellicer-Rubio et al., 1997; Upreti et al., 1999). Alors que pour le lait, 





le problème est dû à une fraction protéique qui présente aussi une activité lipase appelée 
BUSgp60 (Leboeuf et al., 2000). 
En contact avec le jaune d’œuf, l’EYCE du plasma séminal hydrolyse la lécithine du jaune 
d’œuf libérant des acides gras insaturés et la lysolécithine. Ce dernier composé peut être 
toxique pour les spermatozoïdes (Ritar and Salamon, 1991; Roca et al., 1997; La Falci et al., 
2002) suivant plusieurs facteurs, à savoir la concentration dans le plasma séminal, le pH, la 
température et la saison de production de la semence. Il est rapporté selon le facteur responsable 
une détérioration de la motilité, de la qualité des mouvements, de l’intégrité acrosomiale ainsi 
que la mort cellulaire (Leboeuf et al., 2003b). 
De façon similaire, la BUSgp60, hydrolyse les triglycérides du lait, libérant des acides gras 
dont l’acide oléique, un élément toxique pour les spermatozoïdes (Leboeuf et al., 2003b). 
L’effet catalytique de BUSgp60 est augmenté par l’interaction de cette lipase avec la 
lactoglobuline et la caséine (Leboeuf et al., 2000). 
Chez les caprins, le plasma séminal produit hors saison de reproduction a un effet plus néfaste 
sur  la motilité et la survie des spermatozoïdes que celui produit pendant la saison de 
reproduction (Leboeuf et al., 2000). En plus, il a été démontré que le retrait du plasma séminal 
par lavage augmente le pourcentage des spermatozoïdes vivants et leur mobilité lors de la 
dilution et la conservation dans des milieux à base du jaune d’œuf ou de lait (Ritar and Salamon, 
1991; Chemineau et al., 1998). Cependant, le retrait du plasma séminal par centrifugation est 
une manipulation compliquée qui peut avoir un impact négatif sur la survie des spermatozoïdes 
(Cabrera et al., 2005) et il est probable que le nombre total des spermatozoïdes diminuera 
sensiblement après centrifugation suite à l’élimination de quelques spermatozoïdes avec le 
surnageant (Tuli and Holtz, 1994). 
Certains auteurs sont toutefois persuadés que le plasma séminal reste primordial pour 
l’acquisition du pouvoir fécondant des spermatozoïdes et ils vont jusqu’à montrer que son 
retrait par lavage entraine une baisse de la qualité spermatique chez le bouc (Azerêdo et al., 
2001) ainsi qu’une baisse du taux de fertilité après insémination artificielle (Tummaruk et al., 
2000). 
Pour surmonter ces problèmes, les spermatozoïdes non lavés peuvent être conservés dans des 
milieux à base de tris et de 2% de jaune d’œuf (Ritar et al., 1990; Roca et al., 1997). De même, 
d’autres dilueurs alternatifs peuvent être utilisés pour réduire les interactions entre la lipase et 
les spermatozoïdes à savoir le lait écrémé, les dilueurs contenant de la caséine sans triglycérides 
ou du lait provenant d’autres espèces que la vache et dont la composition en acides gras et en 
triglycérides va être différente (Pellicer-Rubio and Combarnous, 1998). En plus, plusieurs 
dilueurs synthétiques dépourvus de jaune d’œuf et de lait sont disponibles actuellement sur le 
marché et ont été utilisés avec succès pour la conservation de la semence caprine (Roof et al., 
2012; Vidal et al., 2013). 
1.2.3. Composition du dilueur  
Un dilueur est une solution aqueuse servant à augmenter le volume de l'éjaculat pour 
l’emmener à la concentration requise tout en préservant la fonctionnalité des spermatozoïdes 
pour maintenir la fertilité (Gadea, 2003). 





En plus d’augmenter le volume, les dilueurs sont non seulement une source d'énergie pour les 
spermatozoïdes, mais ils protègent également contre la variation de la température tout en 
maintenant un environnement propice à la survie temporaire des spermatozoïdes (Gadea, 2003; 
Purdy, 2006). 
Les composants des dilueurs ont été étudiés séparément et en combinaison avec l'accent mis 
sur la maximisation de la longévité, de la viabilité et de la capacité de fertilisation des 
spermatozoïdes (Purdy, 2006). Elle est variable suivant le type de conservation, frais ou 
congelé. 
1.2.3.1. Cryoprotecteurs perméants 
Les cryoprotecteurs ont comme rôle de protéger les spermatozoïdes des chocs thermiques dus 
au refroidissement, à la congélation et à la décongélation (Purdy, 2006).  
En effet, on parle d’un choc thermique lorsqu’un changement rapide de température allant 
essentiellement de 35 à 15°C (refroidissement) et de 0 à -80°C (congélation) se produit 
(Bakhach et al., 2007). Au niveau du spermatozoïde, ces variations de température créent des 
changements au niveau des constituants lipidiques de la membrane plasmique et mènent à 
l’altération des fonctions métaboliques du spermatozoïde (Medeiros et al., 2002 ; Bakhach et 
al., 2007). Il s’ensuit une perte de motilité et de perméabilité sélective de la membrane 
plasmique au calcium (Medeiros et al., 2002). Lorsque la concentration intracellulaire en 
calcium est très élevée, la motilité, la viabilité et par conséquent la capacité fertilisante des 
spermatozoïdes sont réduites (Simpson et White, 1986 ; Collin et al., 2000). En effet, le degré 
de dommage structurel dépend de la température et de la constitution en lipides des membranes 
(Bailey et al., 2003). 
La cryoconservation entraine également, une augmentation de la sensibilité au stress oxydatif 
en raison d’une production augmentée des dérivés réactifs de l’oxygène (DRO) (Bucak et al., 
2008). La congélation et la décongélation du sperme est associée à une augmentation de la 
production des DRO et à une diminution du taux en antioxydants ce qui peut endommager et 
réduire l'activité métabolique du spermatozoïde, entraînant une perte dans sa fonction.  
Comme leurs noms indiquent, les cryoprotecteurs perméants sont essentiellement des solutés 
qui réduisent la cristallisation de l'eau à l’intérieur des cellules en provoquant la déshydratation, 
réduisant ainsi la formation de glace intracellulaire qui pourrait abimer les spermatozoïdes 
pendant la congélation (Purdy, 2006). Les cryoprotecteurs perméants sont généralement 
utilisés à des concentrations de 1 à 8 % (Purdy, 2006). 
Le glycérol est le cryoprotecteur pénétrant le plus utilisé pour la semence de bouc et peut être 
ajouté à différents moments du processus de congélation (Purdy, 2006). À une concentration 
de 0,5 M, le glycérol contribue au changement de la structure des lipides membranaires du 
spermatozoïde, ce qui lui procure une stabilité et une perméabilité à l’eau (Holt, 2000). Le 
glycérol n’est pas nocif pour la semence et les spermatozoïdes de bouc sont peu sensibles au 
stress osmotique créé par le glycérol (Watson, 2000). Lors de la comparaison de l’efficacité de 
plusieurs cryoprotecteurs perméants, la concentration de 6 % de glycérol dans le dilueur s’est 
avérée produire une meilleure conservation de la motilité des spermatozoïdes de la semence 
congelée (Kundu et al., 2001).  





1.2.3.2. Cryoprotecteurs non perméants 
Les cryoprotecteurs non perméants ne peuvent pas traverser la membrane plasmique du 
spermatozoïde. Leur action à l’extérieur de la cellule permet d’enrober les cristaux de glace 
formés par la congélation et protège ainsi les spermatozoïdes des déformations et lésions 
cellulaires. La présence de cryoprotecteurs non perméants augmente la concentration ionique 
du milieu extracellulaire et crée un gradient de concentration qui favorise la déshydratation du 
spermatozoïde, ce qui retarde la formation de glace intracellulaire. La conservation de la cellule 
est ainsi favorisée (Purdy, 2006). 
Les cryoprotecteurs non perméants les plus courants qui ont été utilisés pour la conservation 
de la semence caprine comprennent 2-20% du jaune d'œuf (Tuli and Holtz, 1994) ou de lait 
écrémé (Leboeuf et al., 2000). Sans oublier leurs valeurs nutritionnelles, ces deux éléments ont 
été utilisés pendant des années comme composants de base dans les dilueurs pour la 
conservation du sperme à différentes températures. Le jaune d’œuf, à travers ses lipoprotéines, 
protège les spermatozoïdes de l'extérieur, en augmentant le ratio cholestérol/phospholipides de 
la membrane plasmique, ce qui diminue la fluidité membranaire et les lésions cellulaires. Pour 
le lait, son mécanisme de protection est basé sur la fixation de la micelle de caséine à la 
membrane plasmique du spermatozoïde (Bergeron et Manjunath, 2006). Cette fixation 
minimise la perte de lipides par la membrane plasmique et permet de maintenir la motilité et la 
viabilité de la semence pendant la conservation (Bergeron et al., 2007). 
1.2.3.3. Substrats énergétiques 
Comme substrat énergétique, le dilueur contient un ou plusieurs sucres, tels que le glucose, le 
lactose, la raffinose, le fructose, le saccharose ou le tréhalose (Evans and Maxwell, 1987). 
Parmi les sucres, le glucose et le lactose sont facilement utilisés par les cellules pour la 
respiration et le maintien de l'équilibre osmotique. Le fructose connaît la concentration molaire 
la plus élevée dans le sperme du bouc (Aboagla and Terada, 2003) et constitue le substrat 
principal pour la glycolyse. Dès lors, il est fréquemment inclus dans un dilueur (Pellicer-Rubio 
et al., 1997). 
1.2.3.4. Tampons 
Les tampons entrent à leur tour dans la composition des dilueurs afin de garder un pH 
extracellulaire optimal pour la survie des spermatozoïdes (qui varie de 6,7 à 7,0), ainsi qu’une 
osmolarité adéquate (entre 320-350 mOsm). Ceci aide à maintenir la viabilité et le pouvoir 
fécondant des spermatozoïdes (Liu et al., 2016). Les tampons utilisés sont généralement des 
tampons à base de phosphate, de Tris, d’Hepes ou de citrate de sodium. Dans son étude, Tuli 
(1992) a observé que le Tris, comparativement à d’autres tampons, permet d’obtenir de 
meilleures motilités et viabilités de la semence fraîche et décongelée de boucs Boer. Les 
tampons aident à la déshydratation cellulaire par l’augmentation de la stabilité membranaire 
(Molinia et al., 1994). 
 
 






Il existe différents protocoles d’utilisation des sels (citrate de sodium, acide citrique) dans les 
dilueurs pour la conservation de la semence. L’acide citrique semble être le plus utilisé à des 
concentrations variantes entre 75 et 124 mM (Ritar et Salamon, 1991 ; Molinia et al., 1994). 
1.2.3.6. Antibiotiques 
Les cryoprotecteurs permettent non seulement la conservation des cellules germinales, mais 
également des bactéries. Il est donc nécessaire d’ajouter des antibiotiques au dilueur de la 
semence afin de freiner la multiplication des bactéries. La pénicilline et la streptomycine sont 
les principaux antibiotiques ajoutés dans les dilueurs (Yaniz et al., 2005). 
1.2.4. Température de conservation 
Le succès de l'insémination artificielle dépend de la gestion de la collecte, de la conservation 
et de l'utilisation du sperme. L'utilisation de la semence fraiche ou réfrigérée est recommandée 
lorsque le sperme va être conservé pendant des courtes durées et lorsqu'il va être transporté à 
des fermes proches en terme de distance (Leboeuf et al., 2000). 
Après dilution, le sperme est refroidi progressivement à partir de la température de collecte (32 
ºC) pour atteindre la température de conservation (15ºC ou 5ºC). Comme le pouvoir fécondant 
des spermatozoïdes diminue progressivement pendant la conservation, chez le bélier le sperme 
dilué devrait être utilisé dans les 8-10 heures qui suivent la collecte. La diminution du pouvoir 
fécondant est de l’ordre de 10-35% par jour de conservation de la semence et est causée par la 
réduction de la motilité et de l'intégrité morphologique des spermatozoïdes (Maxwell and 
Salamon, 1993; Salamon and Maxwell, 2000).  
La conservation du sperme en frais comme en congelé peut favoriser la maturation des 
spermatozoïdes à travers l’accélération des processus de capacitation et de réaction acrosomiale 
ce qui réduit la durée de vie ainsi que le pouvoir fécondant des spermatozoïdes après 
insémination artificielle (Parkinson, 2009). 
De même que pour le sperme du bélier, le maintien d’un pouvoir fécondant satisfaisant du 
sperme caprin à l’état liquide et dans divers dilueurs est toutefois limité à 12-24h. Ce pouvoir 
diminue après suivant la durée de conservation (Cseh et al., 2012). 
Chez les caprins, la semence est généralement conservée à des températures comprises entre 2 
et 15°C. Un grand nombre de dilueurs a été utilisé pour la conservation en frais de la semence 
comme les dilueurs à base du lait écrémé naturel ou reconstitué et les dilueurs salins à savoir 
sodium-citrate-jaune d'œuf, sodium-citrate-fructose-jaune d'œuf et saccharose-EDTA-CaNa2-
jaune d'œuf (Leboeuf et al., 2003b). 
Il s’est avéré que la conservation à la température de 4°C est plus favorable que celle à 15°C 
pour la survie in vitro des spermatozoïdes pendant 7 jours. Une évaluation de la fertilité après 
IA (100 millions de spermatozoïdes par paillette de 0.25 ml) a été réalisée à partir d'éjaculats 
dilués dans le lait ou le phosphocaséinate natif (PPCN), après retrait ou non du plasma séminal, 
et conservation de 4h à 72h avant insémination. Le taux d'expulsions constatées (mises bas et 
avortements) après IA a diminué significativement avec l'augmentation de la durée de 





conservation de la semence sans effet du dilueur utilisé et sans effet de la présence ou non du 
plasma séminal (Leboeuf et al., non publié). Ceci confirme l'absence d'effet du plasma séminal 
sur la conservation des spermatozoïdes en dépit de la présence des triglycérides résiduels dans 
le lait ou de phospholipides résiduels dans le PPCN. En prenant en considération la température 
de conservation, il est probable que l'activité de la lipase du plasma séminal est réduite à 4°C 
en comparaison avec 37°C (Pellicer-Rubio and Combarnous, 1998).  
1.2.5. Facteurs de variation de la qualité de la semence conservée en frais   
1.2.5.1. Dilueur utilisé 
Le succès de la conservation de la semence à l’état liquide dépend en grande partie du type, de 
la composition ainsi que de la concentration du dilueur utilisé. 
Chez les caprins, la majorité des dilueurs utilisés sont à base de Tris-glucose, du jaune d’œuf 
ou du lait écrémé avec un pH qui varie entre 6 et 8. 
En routine, les milieux à base du lait écrémé sont les plus utilisés pour la conservation de la 
semence caprine à 4ºC étant donné qu’ils procurent des bons résultats (Leboeuf et al., 2003b). 
L’utilisation du lait écrémé a permet de maintenir une qualité supérieure par rapport au jaune 
d’œuf, lorsque la semence a été conservée pendant 72h à 4ºC avec une IA fructueuse et 
maximale pendant 96h (Mushtaq et al., 2015). 
En effet, la mise au point de dilueurs permettant d'améliorer la conservation et la capacité 
fécondante des spermatozoïdes a fait l'objet de diverses recherches. Différentes fractions du 
lait, à savoir le phosphocaseinate natif, et la β-lactoglobuline ont été testées. En comparaison 
avec le lait et après avoir étudié la motilité des spermatozoïdes, une meilleure qualité de la 
semence a été obtenue après une conservation de 7 jours dans un milieu à base de 
phosphocaseinate natif et de lactoglobuline (NPPC-BL) (Leboeuf et al., 2003b). 
Dans leur étude, Chentouf and Bister (2012) ont comparé six dilueurs commerciaux soit 
l’INRA96, Ovixcell, Bioxcell, Triladyl, Andromed et Ovipro avec Ovidil, un dilueur mis au 
point par une équipe de recherche à l’université de Namur. D’après des analyses de la motilité 
et de la viabilité de la semence et parmi les sept dilueurs, Ovidil, Ovipro, Triladyl et INRA96 
se sont démarqués des autres pour le maintien de la qualité de la semence à 4ºC et pendant trois 
jours.  
1.2.5.2. Température de conservation  
Un autre critère à considérer pour le maintien d'une semence de bonne qualité est le contrôle 
de la température. Il serait important de maintenir la semence à une température constante lors 
de l'entreposage et lors du transport. Un choc thermique, même d'une durée limitée, aurait un 
effet néfaste sur la qualité de la semence. Les principales températures utilisées pour la 
conservation à l'état liquide de la semence sont la conservation à température réduite (0-5°C 
ou 10-15°C) et à température ambiante par inactivation réversible des spermatozoïdes 
(Salamon and Maxwell, 2000).  
La semence de bouc est conservée à des températures allant de 2 à 15°C, le plus souvent à 4°C. 
Une conservation à 4°C est préférable que 15°C dans les milieux à base de lait ou de 
phosphocaséinate natif (PPCN) (Leboeuf et al., 2003b). 
De même, la motilité des spermatozoïdes est maintenue plus longtemps à 5°C qu'à 15°C ou 20 
°C lorsqu’un dilueur synthétique (Androhep) est utilisé (Xu et al., 2009). 







Les dérivés réactifs de l’oxygène (DRO), tels que le peroxyde d’hydrogène (H2O2), l’oxide 
nitrique (NO) et l’anion superoxyde (O2-) sont produits par les spermatozoïdes. La 
mitochondrie est une source majeure de leur production chez les spermatozoïdes humains 
(Koppers et al., 2008). Dans la semence, la génération des DRO est principalement causée par 
les spermatozoïdes morts suite à une réaction catalysée par une oxydase d’acide aminé 
aromatique (Upreti et al., 1998). Les DRO sont connus pour causer des dommages oxydatifs 
aux lipides membranaires et à l’ADN et inactiver les protéines (De Lamirande et al., 1997, 
Sanocka et al., 2004). Leur excès est également corrélé à une diminution de la motilité (Gomez 
et al., 1998).  
Pour se protéger de l’effet néfaste des DRO, les spermatozoïdes font appel aux enzymes 
antioxydantes présentes dans leur cytoplasme, telles que la catalase, la dismutase superoxyde 
et la glutathion peroxydase (Aitken et al., 2010). Des agents réducteurs comme le glutathion, 
l’acide ascorbique et la taurine présents dans les spermatozoïdes ou dans leur environnement 
leur protègent aussi des DRO (Medeiros et al., 2002). Cependant, lorsqu’il y’a un excès dans 
la production des DRO à la suite d’un refroidissement-réchauffement par exemple, les enzymes 
restent peu actives pour protéger les spermatozoïdes. L’utilisation des antioxydants pour 
contrôler le niveau des dérivés réactifs de l’oxygène (DRO) et améliorer la qualité de la 
semence a été démontrée avec succès. Pomares et al. (1994) rapportent une amélioration de la 
viabilité des spermatozoïdes durant 12 jours de conservation à 4°C, lorsqu'on incorpore de la 
glutathion peroxydase (1 unité / ml) dans le milieu de conservation à base de Tris. Toujours 
dans le même milieu, l'incorporation d'autres antioxydants, tels que la catalase, le cytochrome 
c, la glutathion peroxydase, en plus de la superoxyde dismutase, améliore la survie des 
spermatozoïdes pendant 6 jours de conservation à 5°C, mais qui ne s'accompagne pas d'un 
meilleur taux de fécondation in vitro (Stojanov et al., 1994 ; Pomares et al., 1994   ). 
Une étude réalisée par Labbé et son équipe en (2003) portait sur l'addition aux milieux à base 
du lait ou du PPCN de 5 antioxydants (catalase, 200UI.ml-1 ; glutathion peroxydase, 10 UI.ml-
1 ; superoxyde dismutase, 800 UI.ml-1 ; taurine 1,75 mg.ml-1 ; vitamine E, 8 μg.ml-1) avant 
d’être conservés à 4°C pendant 7 jours. D’après les résultats, aucun effet d’antioxydant sur le 
pourcentage de spermatozoïdes mobiles à J0, J3 et J7 n'a été observé. Cependant, au J7, une 
réduction très forte de la teneur en malondialdéhyde (MDA) a été enregistrée dans les deux 
milieux contenant la vitamine E, ce qui confirme que l'incorporation de vitamine E (8μg/ml) 
dans le dilueur réduit la peroxydation des lipides membranaires.  
Par ailleurs, l’utilisation d’antioxydants reste à prendre avec précaution. En effet, malgré que 
les DRO sont principalement connus pour avoir un effet néfaste sur les cellules, ils montrent 
un effet bénéfique sur les spermatozoïdes en jouant un rôle dans la capacitation et la réaction 
acrosomiale (Gonçalves et al., 2010). Pour ceci, une supplémentation non contrôlée en 
antioxydants peut influencer ces mécanismes et par conséquent réduire le pouvoir fertilisant de 
la semence. 
 





1.2.5.4.  Saison de l’année 
L’étude de l’aptitude de conservation de la semence caprine fraîche au cours des saisons reste 
inexistante. La seule étude qui a été réalisée en frais, concerne le bélier. Dans leur étude chez 
la race INRA 180, Benmoula et al. (2017), ont rapporté qu’à 15ºC, l’aptitude de conservation 
de la semence est meilleure en hiver et en été par rapport aux autres saisons. Les auteurs ont 
suggéré une liaison avec les concentrations en lipides totaux et en cholestérol qui ont été 
élevées durant ces saisons. 
De même mais cette fois-ci en congelé, D’Alessandro and Martemucci (2003) ont trouvé que 
chez la race ovine Leccese, la semence est mieux conservée si elle a été collectée en en été et 
en automne. 
Chez les caprins, la littérature qui existe sur l’aptitude de congélation de la semence et sur la 
variation du pouvoir fécondant du sperme suivant la saison sexuelle reste contradictoire. 
Plusieurs études ont montré que la semence collectée en saison sexuelle, se conserve mieux 
(Boué and Corteel, 1992; Muhuyi et al., 1992 ; Tuli and Holtz, 1995). Cependant, 
Summermatter et Flukiger (1982) n’ont pas trouvé de différences entre les saisons. 
A l’échelle de l’année, et chez la race Banche d’Andalousie en Espagne, Gallego et son équipe 
(2015) ont rapporté que la qualité de la semence collectée en hiver reste meilleure après 
congélation-décongélation. Cependant, Wang et al. (2015) ont trouvé que la semence des boucs 
de race croisée Xinnong x Saanen, se conserve mieux en été et en automne.  
 
2. La maitrise de la reproduction chez la chèvre 
2.1. Activité saisonnière des chèvres  
Chez la chèvre, l’activité reproductrice a un caractère saisonnier qui diffère d’une race à une 
autre. Plusieurs facteurs influencent le début et la durée d’anœstrus chez les chèvres à savoir la 
latitude, le climat, la race, le stade physiologique, la présence du mâle, le système d'élevage et 
principalement la photopériode (Fatet et al., 2011).  
Les caprins sont sensibles au contrôle photopériodique de façon que les jours courts induisent 
l’activité sexuelle, contrairement aux jours longs qui l’inhibent (Chemineau et al., 1988). 
L'information photopériodique (perception d'obscurité ou d’éclairement) est transmise par 
l'intermédiaire de la rétine et par voie nerveuse jusqu’à la glande pinéale. Celle-ci libère la 
mélatonine qui est le messager permettant au système nerveux central d’interpréter le signal 
photopériodique. En effet, cette hormone est sécrétée uniquement en phase obscure 
(Chemineau et al., 1992a). Au printemps, lorsque les nuits sont courtes, la sécrétion est 
moindre. Au contraire, en été, lorsque la durée de la nuit commence à augmenter, la sécrétion 
devient plus importante ce qui déclenche l'activité sexuelle des chèvres. 
Une reproduction saisonnière est observée chez la plupart des races de chèvres provenant de 
hautes latitudes (> 35°N) et dans certaines races locales des latitudes moyennes (25 à 35 °N) 
(Fatet et al., 2011).  





Dans les régions tempérées, une saison de reproduction est enregistrée en automne et en hiver. 
En France (45°N de latitude), la saison sexuelle commence en septembre, lorsque la durée du 
jour diminue et persiste jusqu'à mars (Bodin et al., 2007). En Australie (10 à 39°S de latitude), 
les chèvres ont une période d'activité ovulatoire plus courte, qui s’étend d'avril à août avec un 
pic en juin (Restall, 1992).  
Chez les chèvres Alpines et locales élevées au Mexique, la saison de reproduction commence 
au début de l'automne et se termine à la fin de l'hiver (Delgadillo et al., 1997; 2004). 
Dans les zones à faible latitudes, les régions équatoriales, tropicales et subtropicales où les 
variations de la durée du jour sont moins prononcées, la saisonnalité de la reproduction est 
moins marquée et la plupart des chèvres locales dans les tropiques ont la capacité de se 
reproduire tout au long de l'année avec un anœstrus postpartum relativement court. Cependant, 
les facteurs environnementaux à savoir la disponibilité du fourrage et les changements de 
température ont une forte influence qui souvent ne permet pas aux chèvres d’exprimer leurs 
performances reproductives. Une alimentation insuffisante est souvent responsable de 
l'apparition de périodes anovulatoires prolongées, d'une réduction de la fertilité et de la 
prolificité et entraîne également une mortalité printanière élevée (Delgadillo et al., 1997; 2004).  
Chez la chèvre locale du Nord du Maroc, élevée dans une zone de latitude moyenne (35 °N), 
la reproduction a un caractère saisonnier marqué influencé par la photopériode (fig.4). La venue 
en chaleurs et l’ovulation diminuent progressivement à partir du solstice d'hiver pour s'arrêter 
complètement d'Avril à Juin (anœstrus saisonnier) et reprendre progressivement vers le solstice 
d'été (Chentouf et al., 2011). 
 
Figure 4. Fluctuation de la photopériode (▲) et évolution mensuelle de l’incidence des chaleurs 
(■) et des ovulations (♦) des chèvres du Nord du Maroc (Chentouf et al. 2011).  
2.1.1. Cycle œstral en saison sexuelle 
La chèvre est une espèce polyœstrienne saisonnière (distribution groupée des cycles œstraux 
qui se produisent régulièrement tout au long de la saison sexuelle). Le cycle œstral de la chèvre 
dure en moyenne 21 jours avec d'importantes variations selon la race et le stade de la saison 
sexuelle (Fatet et al., 2011). Des cycles courts sont observés principalement en début de la 
saison de reproduction ou lors de l'induction de l'œstrus par effet mâle (Lassoued et al., 1995). 
Ceci est probablement associé à une régression prématurée du corps jaune (Chemineau et al., 
2006). Le cycle œstral est caractérisé par deux phases distinctes (Fig. 5) : la phase folliculaire 





et la phase lutéale (Abecia et al., 2012). La phase folliculaire correspond à la vague de 
développement folliculaire qui fournira le ou les follicules ovulatoires et implique la croissance 
terminale des follicules qui dépendent des gonadotrophines jusqu'à l'ovulation (Amiridis and 
Cseh, 2012). Pendant la phase folliculaire, qui dure environ 4 jours, il y a une croissance des 
follicules ovariens qui est stimulée par la FSH et la LH, hormones sécrétées par l’hypophyse 
(Baril et al., 1993) (Fig. 5). Plusieurs follicules antraux d'un diamètre de 2 à 3 mm, sont recrutés 
et les follicules entrent dans leur phase terminale de croissance (Gama and Bressan, 2011). 
Seulement deux à trois de ces follicules atteignent une taille de 4 mm de diamètre et sont 
sélectionnés pour entrer dans la phase de dominance. Sous l'influence de la LH, des follicules 
atteignent le stade pré-ovulatoire (6-9 mm), tandis que les autres dégénèrent (atrésie 
folliculaire). L'augmentation des concentrations périphériques d'œstradiol 17β, en raison de la 
croissance folliculaire, induit le comportement œstral de la chèvre et provoque un effet de 
rétroaction positif sur l'axe hypothalamo-hypophysaire (Jiang et al., 2016). L’augmentation 
consécutive de la sécrétion de la gonadolibérine (GnRH) induit un pic de LH préovulatoire, qui 
induira l'ovulation (20 et 26 heures plus tard) et la lutéinisation des cellules folliculaires se 
produira (Fig. 6). 
 
Figure 5. Schéma représentatif des différents évènements physiologiques survenant au cours 
du cycle œstral chez la chèvre : la croissance folliculaire, le cycle ovarien et les régulations 
endocriniennes. *Follicule ovulatoire (Fatet et al., 2011). 
Généralement, il y a entre deux et six vagues folliculaires pendant le cycle œstral. Chez les 
chèvres locales du Nord du Maroc, trois vagues ont été enregistrées (Chentouf et al., 2011). La 
dernière vague folliculaire est celle qui va donner naissance au follicule pré-ovulatoire. Parfois, 
lorsque des doubles ovulations surviennent, il se peut que les follicules ne soient pas issus de 
la même vague folliculaire mais plutôt des deux vagues folliculaires consécutives (Ginther et 
Kot, 1994). 





 Le début de la phase folliculaire, avant que le comportement œstral soit observé, est connu 
sous le nom du prœstrus.  
La phase d’œstrus comprend les événements du comportement sexuel de la chèvre jusqu'à 
l'ovulation. Sa durée est influencée par la race, variant entre 22 h de réceptivité sexuelle chez 
les chèvres angora (Van Rensburg, 1971) et 96 h chez les chèvres naines (Jarosz et al., 1971). 
Chez les chèvres, la longueur d'œstrus la plus couramment enregistrée est entre 36 et 37 heures 
(Shelton, 1978; Greyling, 2000). Parmi les signes externes de l'œstrus qui peuvent être 
mentionnés comme importants, on trouve le déplacement de la queue, l’augmentation des 
vocalisations, la diminution de l'appétit, les chèvres montent entre elles, l’augmentation 
d'excrétion d'urine, l'œdème de la vulve et l'écoulement d’un mucus vaginal séreux à muqueux. 
La phase lutéale commence après l’ovulation et elle dure environ 14,5 jours chez la race locale 
du Nord du Maroc. Au cours de cette phase, la LH est libérée d’une façon pulsatile dont la 
fréquence est corrélée négativement avec la progestérone (Sutherland, 1987). Cette dernière, 
produite par le corps jaune, issu de la lutéinisation du follicule ovulatoire, exerce un rôle clé de 
rétroaction négative dans la régulation de la LH au cours du cycle (Fig. 6).  
Aux alentours des jours 16-17 du cycle œstral, les prostaglandines utérines, sous l’influence de 
l’ocytocine ovarienne provoquent la lutéolyse (Zarrouk et al., 2001). Immédiatement après 
celle-ci, la brusque diminution de la progestérone provoque une forte augmentation de la 
fréquence de décharge des pulses de LH et de leur amplitude (Mori and Kano, 1984; 
Sutherland, 1987). Cette augmentation de l’activité gonadotrope va préparer pour une nouvelle 
ovulation (Lopez-Sebastian et al., 2014). 
Chez la chèvre Beni Arouss, au vu du contexte alimentaire de la région (conduite en extensif), 
de la période de lutte qui n’est pas contrôlée dans le temps et de l’évolution mixte des mâles et 
des femelles durant toute l’année, les performances de reproduction restent relativement 
bonnes avec un taux de fertilité de 79 % et un taux de prolificité de 125 % (Chentouf et al., 
2006, Chentouf, 2007). 
 
Figure 6. Régulation hormonale du cycle œstral chez la chèvre. 





2.1.2. Activité sexuelle en anœstrus saisonnier 
Chez les races saisonnées, la période de repos est caractérisée par l’établissement d’un état 
d’anœstrus associé à l’absence d’œstrus et d’ovulations. 
Chez la chèvre locale du Nord du Maroc, les durées des périodes d’anovulation et d’anœstrus 
sont respectivement de 200 et 209 jours (Chentouf, 2007).  
En période d’anœstrus saisonnier, on observe une faible fréquence de décharge des pulses de 
LH, alors qu’il n’y a pas de progestérone endogène. La fréquence et l’amplitude n’augmentent 
qu’à l’approche de la saison sexuelle.  
La faible activité de la LH pendant l’anœstrus saisonnier est due à une rétroaction négative 
forte de l’œstradiol 17B sécrétée par les follicules, sur l’axe hypothalamo-hypophysaire 
(Chemineau and Delgadillo, 1994) (Fig. 6). Cette augmentation saisonnière de la rétroaction 
négative de l’œstradiol est sous le contrôle de la photopériode par l’intermédiaire de la 
mélatonine (Chemineau et al., 1988).  
2.2. Utilisation des traitements hormonaux pour l'induction et la synchronisation 
d'œstrus chez la chèvre 
2.2.1. L’Acétate de Fluorogestone et son efficacité pour la maitrise de la reproduction caprine 
Plusieurs protocoles de synchronisation d’œstrus ont été développés au niveau des centres de 
recherches ovines et caprines et vulgarisés dans le monde entier. Ces protocoles sont basés sur 
l’utilisation de la progestérone naturelle ou des progestagènes sous forme de dispositifs 
vaginaux (éponges ou spirales) ou d’implants sous-cutanés (Fonseca and Torres, 2005; Abecia 
et al., 2012). 
Le traitement hormonal peut être utilisé en saison ou en contre-saison sexuelle avec un 
protocole qui diffère selon le type de dispositif hormonal utilisé, sa durée de maintien, les 
hormones utilisées en combinaison et le moment d’application (Menchaca and Rubianes, 2007; 
Modu-Bukar et al., 2012). 
L’objectif principal du traitement progestatif est d’imiter les conditions hormonales d’une 
phase lutéale d’un cycle sexuel normal. En effet, il mime l’action d’un corps jaune actif qui 
libère de la progestérone et bloque la venue en chaleurs. La progestérone libérée à travers ce 
traitement (progestérone exogène) imite l’action de la progestérone endogène et agit par 
rétroaction négative sur l’hypothalamus qui sécrète la GnRH. De ce fait, la croissance des 
follicules est au ralenti et l’ovulation est inhibée pendant le traitement. A la fin du traitement, 
la progestérone chute, ce qui permet la reprise de l’activité sexuelle par l’induction d’une 
nouvelle phase folliculaire et la synchronisation des chaleurs chez la chèvre. La réponse à un 
traitement progestatif dépend de la phase du cycle durant laquelle le traitement a commencé. 
Par exemple, au cours de la phase lutéale, une accélération de la croissance folliculaire est 
enregistrée, mais le nombre des grands follicules diminue ce qui augmente l’incidence des 
atrésies et la persistance du follicule dominant (Nava-Trujillo et al., 2010). L’application du 
traitement hormonal au cours de la phase folliculaire, augmente le nombre des grands follicules 
alors que le taux d’ovulation diminue (Riaz et al., 2012).  





Cependant, l’utilisation des traitements progestagènes pour induire l’œstrus en contre-saison 
sexuelle provoque une forme de diœstrus et par conséquent le développement d’un ou des 
follicules ovariens normaux. Après le retrait du dispositif, une ou plusieurs ovulations peuvent 
avoir lieu, à la suite de la suppression du feedback négatif exercé par la progestérone sur l’axe 
hypothalamo-hypophysaire. 
En effet, les protocoles de synchronisation réussis doivent non seulement établir une 
synchronisation étroite, mais ils doivent également fournir des niveaux de fertilité acceptables 
lors de l'accouplement naturel ou de l'insémination artificielle (Whitley and Jackson, 2004). 
Depuis 1960, les éponges vaginales ont été le traitement traditionnel de choix pour la 
synchronisation et l’induction d’ovulation chez les petits ruminants. Ce sont des éponges 
imprégnées de progestatifs efficaces à des doses plus faibles que la progestérone naturelle. 
Deux types d’éponges sont actuellement disponibles sur le marché, une à base d’Acétate de 
Fluorogestone (FGA), commercialisée sous le nom de Chronogest (Intervet, France) et l’autre 
à base d’Acétate de Médroxyprogestérone (MAP) commercialisée sous le nom de Veramix 
(Pharmacia & Upjohn, Canada). Les éponges vaginales ont généralement des taux de rétention 
élevés (supérieurs à 90%) avec un début d’œstrus qui a lieu dans les 24 à 48h suivant le retrait 
d’éponge. 
Chez les chèvres, les éponges à base de FGA et de MAP sont avérées efficaces pour la 
synchronisation œstrale. La réponse œstrale et la fertilité varient cependant considérablement 
en fonction de la race, des traitements combinés et du système d’accouplement (Wildeus, 
2000). 
2.2.2. Facteurs influençant la réponse au traitement  
a. Concentration de la progestérone 
La plupart des protocoles d’induction et de synchronisation d’œstrus établis chez les chèvres 
sont basés sur l'utilisation d'éponges imprégnées de 20 à 40 mg d'acétate de fluorogestone 
(FGA) ou de 50 à 60 mg de médroxyprogestérone (MAP). Le CIDR est apparu dans les années 
1980, c’est un élastomère de silicone inerte contenant 0,3 g de progestérone naturelle (P4) 
administré par voie vaginale (Knights et Singh-Knights, 2016). Montlomelo et al. (2002) ont 
comparé l'utilisation de traitements à base de MAP (60mg), FGA (40mg) et CIDR (0,3g) chez 
les chèvres de la race Boer d'Afrique du Sud pendant la saison sexuelle. D’après les résultats, 
le traitement n’a pas eu d’influence sur la réponse œstrale, mais le délai d’apparition de l’œstrus 
était plus court de 3 à 5 heures avec le CIDR en comparaison avec l’éponge vaginale (FGA ou 
MAP). Aucun effet du traitement sur le taux de fertilité n’a été enregistré après IA.  
Dans le coût de production du FGA, la composante la plus dispendieuse est la progestérone. 
En tenant compte de cette considération et de la diminution des résidus dans le lait et la viande, 
quelques études ont été réalisées pour tester l’efficacité d’une éponge FGA contenant 
différentes concentrations de progestagène, à induire et à synchroniser les chaleurs chez les 
chèvres (Leboeuf et al., 2003a). Des traitements d’une durée de 12 jours avec des éponges FGA 
qui contenaient 20 mg ou 45 mg de cronolone ont été testés chez des chèvres laitières en saison 
sexuelle et en anœstrus saisonnier. À la suite du retrait d’éponge, les chaleurs ont été 
déclenchées chez un nombre de chèvres similaire pour les deux traitements. À la suite du 
dosage de la LH, les auteurs ont montré que les chèvres ayant reçu 20mg de FGA ont eu leur 





pic de LH avant les chèvres qui ont reçu 40mg de FGA (28,7 h et 30,8 h après retrait d’éponge, 
respectivement). Cela laisse supposer que l’utilisation d’une dose élevée de progestagène 
génère, après retrait d’éponge, un niveau élevé de progestagène résiduelle, ce qui entraine une 
latence hormonale responsable du retard observé dans la réponse de la femelle au traitement 
(Crospy et al., 1991 ; Gereyling et al., 1997). 
Le taux de fertilité obtenu après IA a été élevé et similaire pour les deux groupes. Ainsi, 
l’utilisation d’éponge FGA, contenant moins de progestagène, permettait de réduire le coût du 
dispositif, tout en atteignant des taux d’induction des chaleurs et de fertilité similaire à ceux 
obtenus avec une FGA ayant un taux de progestagène et un coût plus élevés.  
b.  Durée de maintien d'éponge 
La fonction du corps jaune est simulée par l’application de progestérone ou de l'un de ses 
composés analogues. La libération de gonadotrophines est inhibée par la progestérone et, par 
conséquent, l'ovulation est également inhibée jusqu'à ce que la progestérone soit éliminée. Si 
la progestérone est appliquée à un groupe de femelles et retirée simultanément, cela 
synchronisera l'œstrus et l'ovulation dans ce groupe. La progestérone a été initialement 
administrée pendant une durée égale à la durée de la phase lutéale naturelle. Cette période est 
suffisamment longue pour permettre au corps jaune de subir une régression rapide chez tous 
les animaux et quel que soit le stade du cycle auquel les animaux se trouvaient au départ (Holtz, 
2005).  
Les traitements progestatifs à long terme (18 à 21 jours) ont entraîné de faibles taux de fertilité. 
Ceci est dû en partie à l'ovulation de follicules persistants contenant des ovocytes de qualité 
réduite. La faible fertilité peut aussi être due aux effets indésirables des progestatifs dans 
l'environnement intra-utérin, qui affectent le transport et la survie des spermatozoïdes (Leboeuf 
et al., 2003a). Des durées réduites de traitement progestatif (7 à 12 jours) peuvent minimiser 
les pertes vaginales et les infections et augmenter la fécondité et la fertilité, mais le taux de 
synchronisation sera réduit, car dans de tels cas, le corps jaune potentiellement présent peut 
survivre au-delà de l'élimination de la progestérone exogène.   
Actuellement, le traitement progestatif intravaginal à court terme est préconisé, mais il est 
crucial d'inclure un agent lutéolytique en association avec le traitement à la progestérone à 
court terme afin d’induire la lutéolyse d’un coprs jaune éventuellement présent. Cette technique 
est applicable pendant la saison de reproduction et en anœstrus saisonnier. Durant ce dernier, 
l'induction de l'ovulation est nécessaire, à travers l’administration d’eCG (Wildeus, 2000; 
Pierson et al., 2001).  
Généralement, la chèvre manifeste un œstrus dans les 48 heures qui suivent le retrait d’éponge. 
c. Injection de l’eCG en combinaison avec la FGA 
Dans le but d’optimiser les conditions hormonales recréées lors de la baisse de progestérone 
au retrait des éponges FGA, il est souhaitable d’avoir recours à l’injection d’une hormone 
folliculostimulante qui améliore la croissance et le développement folliculaire, surtout en 
anœstrus saisonnier. Lors d'un cycle sexuel normal en saison sexuelle, la baisse de 
progestérone, à la suite de la lutéolyse, lève le frein sur la sécrétion de GnRH et permet 





l’augmentation de la libération de LH. Toutefois, contrairement à la saison sexuelle, en 
anœstrus saisonnier, la sécrétion de GnRH, et ainsi celle de LH sont inhibées par l’œstradiol, 
ce qui rend la supplémentation en hormone folliculostimulante essentielle.  
L’eCG (anciennement nommée PMSG : Pregnant Mare Serum Gonadotrophin) est une 
hormone glycoprotéique naturelle extraite du sérum de la jument gestante (Abecia et al., 2011). 
Utilisée chez la chèvre, elle stimule la croissance des follicules ovariens à la fois pour 
l'induction et la synchronisation d'œstrrus et pour l'amélioration de l'ovulation (Herve et al., 
2004). Ceci lui attribue à la fois un effet FSH, prédominant, et LH (Mapletoft et al., 2002).  
À certaines doses, l’eCG pourrait permettre une augmentation du taux d’ovulation (Knight et 
al., 1989) et, par conséquent, possiblement de la prolificité. Cette hormone est 
commercialement disponible depuis le début des années 1960 et elle est utilisée de façon 
routinière dans les traitements d’induction et de synchronisation de l’œstrus chez la chèvre 
comme dans d’autres espèces. 
Plusieurs études ont évalué l’effet de la dose d’eCG et de son moment d’injection sur 
l’induction et ou la synchronisation d’œstrus chez la chèvre. Les doses préconisées d'eCG 
varient de 250 à 1000 UI, selon l'âge, la saison de reproduction, l'état physique, l'espèce et la 
race. L’injection d’eCG peut être réalisée 48 heures avant ou au moment du retrait d’éponge. 
En France, chez la chèvre primipare ou multipare, la dose courante de 400 UI d’eCG est 
augmentée de 100 UI pour des inséminations avant le 15 juin. Une dose supplémentaire de 100 
UI est administrée aux chèvres produisant plus de 3,5 kg/j de lait, quelle que soit la période 
d’IA (Leboeuf, 1992).  
Les travaux de Corteel et al. (1968) et Leboeuf et al. (1994), ont montré que la fertilité après 
IA est plus élevée quand l’injection d’eCG est réalisée 48 heures avant le retrait de l’éponge 
(53%), que lorsqu’elle a lieu au retrait (45%). En résumé, le traitement de synchronisation le 
plus traditionnellement utilisé pour les chèvres laitières en France consiste en l'insertion d'une 
éponge vaginale imprégnée de 45 mg de FGA pendant 11 jours, avec injection intramusculaire 
de 400 à 600 UI d’eCG (selon le niveau de production laitière et la saison de traitement) et 50 
µg de cloprosténol, administrés 48 heures avant le retrait de l'éponge. L’insémination des 
chèvres traitées est réalisée à 43-45 h après retrait d'éponge avec une dose de 1×108 
spermatozoïdes de la semence congelée-décongelée (Corteel et al., 1988). Avec ce protocole, 
le taux de fertilité obtenu est de 60 à 65% (Leboeuf et al., 2000; Boué and Sigwald, 2001). 
Dans une étude récente, chez la chèvre Angora en saison sexuelle, l’équipe de Tirpan et al. 
(2018) a comparé l’effet de trois doses d’eCG (300, 400 et 500 UI) utilisées dans un traitement 
en combinaison avec des éponges FGA (30mg, 11j) et de prostaglandine 2α (150µg) injectée 
au moment de la pose d’éponge sur la synchronisation d’œstrus et le taux de gestation après 
IA. L’eCG a été injectée 24h avant le retrait d’éponge et les chèvres ont été inséminées 43 à 
45h après retrait d’éponge avec une dose de 2×108 spermatozoïdes de semence fraiche. D’après 
les résultats, les différentes doses d’eCG dans un traitement de 11 jours avec des éponges FGA 
peuvent être utilisées pour synchroniser l’œstrus chez les chèvres Angora pendant la saison de 
reproduction. Les meilleurs résultats en termes de précision de détection d'œstrus et de taux de 
gestation après IA ont été obtenus lorsque 300 UI d’eCG ont été utilisées. Des doses plus 
élevées de 400 à 500 UI d’eCG ont retardé l’ovulation. Selon les auteurs, cela peut être expliqué 
par le fait que le temps de demi-vie d’eCG est de 40 à 125 heures alors que celui de la FSH est 





de 2 à 3 heures. La latence observée suite à la dose élevée d’eCG a entraîné un retard dans le 
délai de pic de LH ce qui a retardé l’ovulation.  
Généralement, après un traitement combiné progestagène et eCG, les chèvres ont tendance à 
manifester leurs chaleurs après environ 24 heures et l'ovulation survient environ 55 heures 
après la fin du traitement (Leboeuf et al., 1996). Cependant, l'inconvénient majeur associé à 
l'utilisation de l'eCG reste la formation d'anticorps anti-eCG chez les chèvres après l'utilisation 
répétée de cette hormone (Herve et al., 2004; Lopez-Sebastian et al., 2007). Le développement 
de ces anticorps agit négativement sur la fertilité des chèvres dans les programmes d'IA en 
raison du retard de l'œstrus et/ou de l'ovulation ou même de l’absence de la réponse ovulatoire 
(Drion et al., 2001). Une baisse de fertilité de 60 à 40% a été enregistrée chez les chèvres 
laitières en France (Baril et al., 1992; 1993). 
d. Injection de la PGF en combinaison avec la FGA 
Grâce à l’utilisation de la prostaglandine F2α (PGF2α), il est possible d’avoir recours à un 
traitement FGA de 11j chez des chèvres en saison sexuelle ou encore cycliques durant la 
période théorique d’anœstrus saisonnier. En effet, en anœstrus saisonnier, il est possible qu’un 
certain pourcentage de chèvres, variable entre les races, ait un cycle sexuel actif (Chemineau 
et al., 1992b). L’injection de la prostaglandine F2α permet de détruire tous les corps jaunes qui 
peuvent être présents sur les ovaires des chèvres (Abecia et al., 2011) et ainsi éliminer la source 
de progestérone endogène au moment de retrait de l’éponge vaginale délivrant le progestérone 
exogène. La prostaglandine ou ses analogues peuvent être utilisés en combinaison avec les 
éponges intravaginales imprégnées de FGA et l’eCG. Une meilleure fertilité (94%) est obtenue 
après injection de 50𝜇g de Cloprostenol (analogue de la prostaglandine F2alpha) et 750 UI 
d’eCG 48h avant le retrait des éponges FGA (insérées sur une durée de 11j) chez des chèvres 
Alpines en contre-saison(Freitas et al., 1996).  
Une autre méthode peut être appliquée et consiste en deux injections de prostaglandine F2α 
réalisées à 11 jours d'intervalle, cette méthode n’est efficace que pendant la saison sexuelle 
(Wildeus, 2000; Dogan et al., 2016). Kusina et al. (2000) et Holtz et al. (2008) ont constaté que 
deux injections de cloprostenol (125 µg chez des chèvres Mashona et 37,5 µg chez des chèvres 
Naines) administrées à 10 jours d'intervalle étaient aussi efficaces que les traitements 
progestatifs pour la synchronisation d’œstrus en saison sexuelle. 
2.3.  Utilisation de l’effet bouc pour l'induction et la synchronisation d'œstrus chez la 
chèvre 
 
2.3.1. Description de l’effet bouc 
Face à l’évolution récente des préoccupations sociétales vers le respect du bien-être animal 
sous toutes ses facettes ainsi que vers le renforcement de la sécurité alimentaire des produits 
animaux à travers une réduction des résidus présents dans le lait et la viande, une utilisation 
limitée d’hormones exogènes, en les remplaçant par l’effet mâle est à prospecter.  
De plus, une apparition d’anticorps anti-eCG est enregistrée lors des utilisations répétées des 
traitements hormonaux avec l’eCG (Roy et al., 1999; Leboeuf et al., 2000). 





L'effet mâle, également connu sous le nom de biostimulation (Martin et al., 2004; Delgadillo 
et al., 2009), est décrit comme étant l'influence du mâle sur le comportement d'œstrus et 
l'activité ovarienne chez la femelle. Ce phénomène est médié par des phéromones et des 
signaux reçus et traités par les femelles. Il a été décrit pour la première fois chez les ovins il y 
a plus de 70 ans et a été appelé « effet bélier » (Underwood et al., 1994). Chez les caprins, ce 
phénomène appelé « effet bouc » a été décrit plus tard (Shelton, 1960).  
L'introduction d'un bouc dans un troupeau de chèvres active la sécrétion de la LH chez ces 
dernières (réponse à court terme), suivie d'une ovulation (réponse à long terme) (Vielma et al., 
2009; Bedos et al., 2010). Une augmentation de pulsatilité de la LH est observée en quelques 
minutes après l’introduction du bouc (Chemineau and Delgadillo, 1994). Si le contact avec le 
mâle est maintenu, les chèvres ont un pic préovulatoire de LH 1 à 3 jours après l’introduction 
du mâle (Fernandez et al., 2011). Simultanément, une augmentation de la concentration de la 
FSH se produit (Martin et Scaramuzzi, 1983). Chez les chèvres l'ovulation a lieu 2 à 4 jours 
après l’introduction du mâle avec une grande proportion (60%) qui présente un comportement 
œstral avec la première ovulation (Walkden-Brown et al., 1993). A peu près 75% des chèvres 
auront un cycle ovarien court de 5 à 7 jours, suivi d’une deuxième ovulation associée avec 
comportement œstral et une phase lutéale normale (Flores et al., 2000; Chemineau et al., 2006). 
2.3.2. Mécanismes impliqués  
La réponse de la femelle à l’effet bouc est multisensorielle et implique des signaux olfactifs, 
visuels, tactiles et auditifs. Elle est plus élevée lorsque tous les sens sont présents, c'est-à-dire 
lorsqu' un contact direct entre les deux sexes existe (Delgadillo et al., 2009).  
Des études de Walkden-Brown et al., (1993) indiquent que l’odeur du bouc seule ne peut pas 
déclencher une ovulation chez la majorité des chèvres. De plus, chez la chèvre créole naine des 
Caraïbes, Chemineau et al. (1986) ont trouvé que l’induction d’anosmie (suppression d’odorat) 
chez la femelle n'empêche pas la réponse à l'effet bouc, bien que la proportion de femelles 
présentant un œstrus ou une ovulation diminue (50% chez les femelles anosmiques contre 89% 
chez les femelles témoins).  
Plus loin, Vielma et al. (2005) ont rapporté que la présence d’un mâle sexuellement actif ou 
tout simplement l’émission de ses vocalisations via un système de haut-parleurs peuvent 
induire un œstrus anovulatoire chez des chèvres, mais l’enregistrement seul ne semble pas 
induire l’ovulation. Shelton (1980) a par ailleurs rapporté une augmentation du nombre de 
chèvres qui ovulent en réponse à l’odeur et aux vocalisations émises par les boucs (+13 à 29%). 
Les différences entre les deux études peuvent être dues à une certaine distorsion des 
vocalisations lors de l'émission du signal acoustique pour la lecture, ou au fait que les 
vocalisations émises par les mâles en présence de femelles en chaleurs ne sont pas pertinentes 
pour les chèvres qui sont encore en anœstrus. 
Dans l'ensemble, ces résultats indiquent que les signaux olfactifs provenant des phéromones 
produites par les mâles, par stimulation des androgènes (Gelez and Fabre-Nys, 2004), associés 
à des stimulus comportementaux générés principalement lors de l’accouplement (Rosa and 
Bryant, 2002) sont susceptibles de jouer un rôle stimulant.  
En effet, les odeurs caractéristiques du mâle proviennent des glandes sébacées, où elles sont 
produites, et sont directement liées à la concentration de la testostérone (Iwata et al., 2000). 
Ces substances sont détectées par les neurones récepteurs olfactifs, capables de détecter les 
odeurs volatiles, ou les neurones récepteurs voméronasaux, qui détectent les molécules de 
phéromone (Murata et al., 2009). L'interaction initiale entre les mâles et les femelles se produit 





par la reconnaissance des phéromones, produits chimiques transportés principalement par l'air 
et excrétés dans les fèces, l'urine ou par les glandes cutanées. Elles sont distinguées 
principalement par le système olfactif et peuvent provoquer des altérations comportementales 
et endocriniennes dans le cadre d'une communication chimique (Castañeda Arteaga et al., 
2007). 
Chez le mâle, la réponse consiste notamment par l’expression du « Flehmen ». En fait, c'est à 
travers ces stimulus de phéromones et la vue et le contact physique avec le mâle qu’il y a 
restauration de l'activité hormonale chez la femelle, avec comme conséquence la manifestation 
de l'œstrus.  
La présence du mâle est perçue par la reconnaissance des phéromones par le système olfactif, 
qui transmet un signal au noyau médian de l'amygdale, relayé vers l'hypothalamus générateur 
des pulses GnRH (Murata et al., 2009). Par conséquent, la fréquence et l'amplitude de la 
sécrétion pulsatile de LH augmentent (Chemineau, 1986; Alvarez et al., 2009). Ainsi, 
l'exposition des femelles aux mâles sexuellement actifs favorise une activation rapide de la 
sécrétion de LH et une diminution de la rétroaction négative de l'œstradiol sur l'axe 
hypothalamo-hypophysaire. Ceci conduit à l’induction d’un pic préovulatoire de LH (Signoret, 
1980), générant ensuite une réponse rapide suivie d'une réponse à long terme, lorsqu'il y a 
continuité de cette interaction (Chanvallon et al., 2010). 
 
2.3.3. Principaux facteurs de variation 
a. Profondeur de l’anœstrus 
L’efficacité de l’effet bouc pour induire les activités œstriennes et ovulatoires est dépendante 
de la profondeur de l’anœstrus des femelles. Cette profondeur peut être appréciée, dans un 
troupeau, par le pourcentage de chèvres qui ovulent spontanément avant l’introduction des 
boucs, comme cela a déjà été proposé chez la brebis (Lindsay and Signoret, 1980).  
Chez la chèvre Créole, qui est une race dessaisonnée, le délai entre l’introduction des boucs et 
la première ovulation est moins long (1,8 j) pendant l’anœstrus léger (moins de 50 % de chèvres 
anovulatoires), que pendant l’anœstrus profond (3,3 j) (Chemineau, 1983). La profondeur 
d’anœstrus réduit également la fréquence d’induction de l’œstrus à la première ovulation et 
augmente le pourcentage de cycles ovariens courts. Plus l’anœstrus est profond, plus la 
fréquence des ovulations silencieuses est élevée et plus l’incidence de cycles ovariens courts 
est élevée.  
Chez la chèvre laitière française, une augmentation de la profondeur de l'anœstrus est 
probablement responsable du retard de la première ovulation après l'introduction du bouc chez 
certaines chèvres. La première ovulation est survenue seulement 7 à 9 jours après l'introduction 
des mâles, avec l’expression d’un cycle court et après une deuxième ovulation. Cette réponse 
retardée provoque l'apparition d'un pic inhabituel d’ovulations 12-14 jours après l'introduction 
des mâles (Ricordeau et al., 1984).  
Une grande variabilité semble exister quant à la présence d’un comportement d’œstrus après 
l’introduction des mâles. Toutefois, dans quelques publications, l’absence de données 
concernant l’activité ovulatoire ne permet pas de savoir si le délai observé dans l’apparition de 
l’œstrus est dû à une augmentation des ovulations silencieuses ou à un accroissement du délai 
de réponse au mâle (Chemineau, 1987).  





Généralement, quand l’anœstrus est trop profond, l’effet bouc ne réussit pas à induire des 
ovulations. Cependant, aucune étude n’a rapporté une absence totale de réponse. En effet, en 
contre saison, ce sont des mâles peu actifs qui sont utilisés sur des femelles en anœstrus 
profond, et il est ainsi difficile de connaître les parts respectives du mâle et de la femelle qui 
peuvent être en cause ou responsables de cette absence ou faiblesse de réponse. 
b. Intensité de stimulation  
La meilleure réponse des femelles à l’effet bouc est obtenue lorsque les deux sexes sont en 
contact physique complet (Delgadillo et al., 2006).  
Chez la race Saanen, lors d’une lutte en Mai, la stimulation des chèvres avec des boucs 
sexuellement actifs mais séparés par un couloir (= stimulation faible), diminue le pourcentage 
de chèvres qui ovulent 14 jours après l’introduction des boucs (15%), comparé avec un contact 
direct (88 %; Chemineau, 1989). 
De même, chez la chèvre Angora, la qualité de la stimulation par les mâles peut modifier, lors 
d’une lutte en Septembre, le pourcentage de femelles qui ovulent 14 jours après l’introduction 
du mâle. Sur 85 chèvres séparées des boucs par une barrière 41 % ovulent, comparé à 69 % 
pour les chèvres en contact direct avec les boucs (Shelton, 1980). 
Le sex-ratio est également un facteur susceptible de modifier la réponse des chèvres. Même 
lorsque toutes les chèvres Créoles ovulent peu de temps après l’introduction des boucs 
sexuellement actifs, une augmentation du nombre de mâles de 6 à 29 pour 100 femelles permet 
aux femelles de manifester un bon comportement sexuel et accroît le taux d’ovulation (estimé 
par le nombre de corps jaunes observé par échographie) de 1,8 à 2,6 (Delgadillo et al., 2006). 
c. Séparation préalable entre les sexes et durée de contact 
Veliz et al. (2002) ont constaté que l’isolement préalable des chèvres anovulatoires des boucs 
n’est pas nécessaire pour obtenir l’effet mâle. Cependant, des boucs sexuellement actifs doivent 
être utilisés au moment de la lutte. 
La relation entre la durée du contact et l'efficacité de la stimulation est évidente chez les 
chèvres. L’introduction et le maintien des mâles pendant 16 heures par jour et sur une période 
de 10 jours a permis d’induire l’ovulation chez 19% des chèvres (Walkden-Brown et al., 1993). 
Rivas-Muñoz et al. (2007) ont rapporté que 95% des chèvres ont ovulé en réponse à l’utilisation 
des boucs sexuellement actifs, tandis que 15% seulement ont répondu aux mâles inactifs, ce 
qui indique que, chez les chèvres, la réponse à l’effet bouc dépend de l’interaction entre 
l'activité sexuelle du mâle et la durée de contact quotidienne. 
En outre, il est intéressant de noter que la proportion des femelles en œstrus ne diffère pas 
suivant que les femelles sont en contact continu ou discontinu avec les mâles sexuellement 
actifs (Rivas-Muñoz et al., 2007). Il apparaît que la durée quotidienne de contact des chèvres 
avec les boucs sexuellement actifs pourrait être réduite. Une étude de Chemineau (1989) a 
montré que 4h/j de contact avec des mâles sexuellement actifs pendant 15 jours est largement 
suffisante pour induire un œstrus comportemental chez plus de 80% des femelles.  
 





d. Saisonnalité et race 
L’efficacité de l’effet mâle à induire une ovulation chez des chèvres en anœstrus saisonnier 
varie selon la latitude et en fonction de l’intensité de l’inhibition par la photopériode. Il en 
résulte que l’effet mâle seul peut être efficace toute l’année près de l’équateur (comme la race 
Créole en Guadeloupe) au lieu d’être efficace seulement avant ou après la saison sexuelle chez 
les races très saisonnières originaires de climats tempérés (Meyer and Teinkam, 2010). 
Dans les zones de latitude moyenne (36-38 °N), la race Murciano granadina réagit 
complètement à l'effet mâle (Díaz Delfa et al., 2002), alors que chez la race Payoya, les boucs 
doivent être exposés à une photopériode longue artificielle avant, et avoir ensuite un contact 
quotidien avec les chèvres pour induire une activité ovarienne (ovulation silencieuse) pendant 
la saison d’anœstrus (Zarazaga et al., 2011).  
Ainsi, la race et la latitude sont des facteurs qui déterminent dans quelle mesure l'effet mâle 
peut fonctionner. 
En résumé, chez les races très saisonnières, l’effet mâle semble devoir être associé à un 
traitement complémentaire pour être efficace au milieu de la période d’anœstrus saisonnier 
(Pellicer-Rubio et al., 2007). 
2.3.4. Le traitement photopériodique des boucs 
La manipulation de la photopériode est le moyen le plus simple pour stimuler l’activité sexuelle 
chez le mâle, contribuant ainsi à assurer son efficacité pour induire et synchroniser l'activité 
sexuelle des chèvres pendant le repos sexuel (Chemineau et al., 1992a). 
Un traitement photopériodique consiste à une alternance de jours longs et de jours courts. Dans 
l’hémisphère Nord, à partir du 1er novembre les animaux sont soumis à 2,5 mois de jours longs 
(16h de lumière par jour fournie par un éclairage artificiel) afin de les préparer pour répondre 
aux effets stimulants des jours courts par la suite (8 heures de lumière par jour) (Chemineau et 
al., 2008).  
Dans les conditions de terrain, les effets de jours courts sont fournis à travers des journées 
naturelles, artificielles ou facilement par deux applications sous-cutanées d’implants de 
mélatonine (18 mg chacun) induisant ainsi une activité sexuelle intense pendant la saison de 
non reproduction (Delgadillo et al., 2001). Delgadillo et al. (2002) ont rapporté que la 
proportion de femelles présentant un comportement œstral après l'introduction de mâles, en 
mars, était significativement plus élevée dans le groupe de chèvres exposées aux mâles 
sexuellement actifs (qui ont subi un traitement photopériodique) que chez celles exposées à des 
mâles non traités (100% versus 10% respectivement).  
Des résultats similaires ont été obtenus en avril; alors que la plupart des femelles (95%) en 
contact avec les mâles photo-stimulés présentaient un comportement œstral, seulement 15% 
des chèvres exposées aux mâles non traités ont présenté un œstrus (Rivas-Muñoz et al., 2007). 
Cependant, en mai et juin, les proportions de chèvres montrant un comportement œstral après 
introduction des mâles étaient élevées (> 85%) et non différentes suivant que les boucs aient 
été traités ou non (Carrillo, 2006).  





Des résultats similaires ont été rapportés chez la race Murciano granadina (Díaz Delfa et al., 
2002); la plupart des chèvres ont présenté un comportement œstral (87%) et ont ensuite mis 
bas (75%) lorsqu’elles ont été exposées aux mâles en avril-mai. Cette réponse pourrait être due 
au comportement sexuel intense des mâles de cette race chez lesquels l'activité sexuelle 
commence en mai-juin (Roca et al., 1992).  
Ces résultats montrent que les mâles sexuellement actifs sont particulièrement efficaces pour 
stimuler l’activité sexuelle des chèvres pendant la saison d’anœstrus et suggèrent que l’intensité 
du comportement sexuel des mâles pourrait être un facteur important limitant l’efficacité de 
l’effet male. 
2.3.5. Traitements hormonaux combinés à l’effet bouc 
Afin d’augmenter son efficacité, l’effet mâle peut être associé à d’autres traitements 
complémentaires. En effet, pour augmenter la synchronisation des ovulations fertiles, et même 
pour réduire la fréquence des cycles œstraux courts, un traitement progestatif peut être appliqué 
avant ou en même temps que l'introduction de boucs (Chemineau et al., 2006). 
Dans leur étude, Véliz et son équipe (2009) ont observé que l'utilisation de la progestérone sous 
forme d’une injection unique (5mg) peut accélérer la réponse des chèvres à l’effet bouc en 
saison d’anœstrus sexuel. Au cours des cinq premiers jours d'exposition aux boucs, le 
pourcentage des chèvres en œstrus était 70% plus élevé chez les femelles traitées par la 
progestérone que chez celles non traitées. Au 10ème jour, des pourcentages similaires des 
chèvres en œstrus et par la suite un taux de gestation similaire ont été observés dans les deux 
groupes. L'intervalle entre l'introduction du bouc et l'apparition de l'œstrus a été réduit de 4 
jours chez le groupe ayant reçu une injection de progestérone.  
Chez la race Murciano granadina, Díaz Delfa et ses collaborateurs ( 2002) ont trouvé que l’effet 
bouc combiné à une injection de progestérone (25 mg) permet d’améliorer la synchronisation 
et la prolificité des chèvres. De même, l’injection de 20 mg de progestérone au moment de 
l’introduction des boucs a augmenté la proportion de femelles en œstrus et le taux d’ovulation 
observé chez les chèvres locales en Tunisie (Lassoued et al., 1995).  
Une synchronisation des chaleurs au moyen d’éponges imprégnées de progestagènes (FGA, 45 
mg) en plus de l’effet mâle a amélioré aussi les résultats de fertilité et la taille de portée par 
rapport à l’effet mâle seul chez la race créole en période d’anœstrus saisonnier (Chemineau, 
1985).   
Dans le but de pratiquer des IA, Lopez-Sébastien et son équipe (2007) ont évalué l’efficacité 
du traitement IMA.PRO2 pour induire et synchroniser l’ovulation chez la race Murciano 
granadina en anœstrus saisonnier (avril-juin). Ce traitement consiste en une injection d’une 
dose unique de progestérone (25 mg) au moment de l’introduction du bouc, suivie après 9 jours 
d’une injection de 75 μg de PGF2apha. Un comportement d’œstrus a été observé chez 87,5% 
des chèvres 37 h après l’injection de PGF2alpha, suivi 3 h après par un pic de LH. En comparant 
l’utilisation de ce traitement avec le traitement hormonal classique (FGA pendant 11j avec 350 
UI d’eCG et 75 μg de PGF2alpha injectées 48h avant le retrait d’éponge) et après une IA à 
temps fixe, un taux de gestation plus élevé a été observé chez les chèvres soumises au 
traitement IMA.PRO2 (65,2%) par rapport aux chèvres soumises au traitement classique 
(49,4%). Par conséquent, bien que l’utilisation de l’effet bouc en association aux traitements 





hormonaux constitue une étape de préparation et de travail supplémentaire en amont d’une IA, 












































1. Objectifs de la recherche 
La race Beni Arouss connue comme la race locale de la région du Nord du Maroc est une 
race saisonnière caractérisée chez la femelle, par une période d’anœstrus saisonnier qui va 
d’Avril à Juin. Cette ressource locale, malgré la variabilité qui existe entre les animaux, a des 
bons potentiels de production qui s’améliorent en passant d’un système extensif à intensif 
(Chentouf, 2007). Elle est connue par une bonne adaptation aux milieux difficiles ainsi que par 
sa résistance aux maladies.  
L’introduction de ressources génétiques exogènes bien que productive, pose un problème 
d’adaptation aux conditions du milieu et met le maintien et le développement des races locales 
en péril.  Pour ceci, la race Beni Arouss a fait l’objet d’un programme d’amélioration génétique 
qui vise à préserver et améliorer sa productivité. 
Aujourd’hui et à travers tous ses avantages, l’IA est largement utilisée pour intensifier la 
production dans le cadre des programmes d’amélioration génétique de races locales. Toutefois, 
son application nécessite de répondre à un certain nombre d’interrogations pour mettre au point 
les outils et les techniques de reproduction adaptés à la race en question et qui peuvent 
accompagner le projet de création d’un centre d’IA. 
Dans ce contexte, cette recherche vise quatre objectifs : 
 Etudier la variation saisonnière de l'activité de reproduction chez les boucs Beni Arouss. 
 Caractériser la conservation et étudier l’influence de la saison sur l’aptitude de conservation 
à l’état liquide de la semence chez le bouc Beni Arouss. 
 Comparer l’efficacité de protocoles dit « classiques » d’induction, de synchronisation 
d’œstrus et d’ovulation chez la chèvre Beni Arouss. 
 Tester l’efficacité d’un protocole alternatif d’induction, de synchronisation d’œstrus et 
d’ovulation chez la chèvre Beni Arouss. 
  





2. Matériel et méthodes  
2.1. Zone d’étude  
Toutes les études réalisées dans le cadre de la présente recherche ont été menées au niveau du 
Centre Régional de la Recherche Agronomique de Tanger (CRRAT).  
Figure 7. Localisation du CRRA de Tanger par rapport au berceau de la race Beni Arouss. 
Dans cette région, le climat est sub-humide avec une pluviométrie moyenne annuelle de 887 
mm, concentrée entre les mois d’Octobre et Avril. La température annuelle moyenne est de 19 
°C, avec une température minimale moyenne du mois le plus froid de 9,6 °C et une température 
maximale moyenne du mois le plus chaud de 27,9 °C.  
Sous les latitudes du Nord du Maroc (36°N), la photopériode varie entre 10 h durant le solstice 
d’hiver et 14 h 45 min durant le solstice d’été.  
Le centre de Tanger dispose de deux domaines expérimentaux : la chèvrerie expérimentale de 
Bougdour (35°39’N, 5°54’O) où les chèvres sont élevées en conduite semi-intensive sous 
photopériode naturelle, et le domaine expérimental de Boukhalef (35°44’N, 5°54’O), situé à 
peu près 20 km de la chèvrerie.  
Les recherches sur les femelles ont été conduites au niveau de la chèvrerie, alors que celles sur 
les boucs ont été réalisées au niveau du 2ème domaine de recherche qui dispose d’un 
laboratoire de reproduction animale destiné à l’analyse de la qualité et à la conservation de la 
semence caprine ainsi que pour les dosages hormonaux. Juste à côté, les boucs sont élevés dans 
des boxes individuels sous conditions naturelles de photopériode. 
 





2.2. Animaux et conduite alimentaire  
Construite sur une superficie totale de 700 m2, la station de recherche de Bougdour dispose 
d’un troupeau de 100 chèvres et leurs suites qui fait l’objet d’essais en matière de reproduction, 
nutrition et génétique caprine. 
La superficie globale de la chèvrerie est de 473 m2 dont 229 m2 sont réservés à l’aire de repos 
pour les chèvres reproductrices. Cet espace est divisé en 8 boxes de 29 m2 disposant chacun 
d’un abreuvoir automatique et de cornadis autobloquants. Les chèvres sont âgées en moyenne 
de 5 ans avec un poids moyen de 30 kg et elles ont été suivies de 2014 à 2018. 
Le troupeau caprin de la station de Bougdour pâture quotidiennement en moyenne 4 heures. 
Au retour à la chèvrerie, les animaux du troupeau reçoivent une ration à base de foin d’orge et 
d’un aliment concentré composé de féverole, orge et maïs. Les rations sont distribuées pour 
répondre aux besoins des animaux en fonction de leur stade physiologique et sur la base des 
recommandations de l’INRA (1988).  
Au niveau de la station, les animaux ont accès libre à l’eau et aux blocs à lécher afin d’assurer 
l’apport en minéraux.  
Par ailleurs, le centre dispose de 7 boucs âgés entre 5 et 8 ans et dont le poids varie entre 28 et 
67 kg. Ces animaux sont conduits séparément des femelles dans des boxes individuels au 
niveau du domaine expérimental de Boukhalef. Deux chèvres sont gardées au niveau du 
domaine pour servir lors des récoltes de la semence. Les boucs reçoivent une ration à base de 
foin d’orge et d’un aliment concentré composé de féverole, orge et maïs, distribué sur la base 
des recommandations de l’INRA (1988) avec un accès libre à l’eau. 
2.3. Protocole expérimental 
Afin d’étudier l’effet de la saison sur le comportement sexuel, les mensurations testiculaires et 
les caractéristiques de la semence chez les boucs Beni Arouss (Etude 1), les sept boucs de la 
station ont été utilisés. L’étude a été conduite entre mars 2015 et février 2016, à la station 
expérimentale de Boukhalef.  
En parallèle, la deuxième étude relative à l’étude de l’effet de la saison sur l’aptitude de 
conservation à l’état liquide de la semence a été réalisée (Etude 2). En effet, après avoir analysé 
la qualité de la semence fraiche (dans la 1ère étude), cette dernière a été conservée après 
dilution, à 16°C et pendant 24h afin d’être contrôlée pour la variation de sa qualité après 4, 8 
et 24 h de conservation. 
En avril de la même année, durant la saison d’anœstrus saisonnier chez la chèvre Beni Arouss, 
l’étude de l’effet de huit traitements hormonaux classiques sur l’induction et la synchronisation 
de l’œstrus et de l’ovulation chez la chèvre en vue de l’IA a été réalisée, au niveau de la 
chèvrerie, sur un nombre total de 63 chèvres acycliques (Etude 3, anœstrus saisonnier). 
Sept mois après, et au cours de la saison sexuelle chez la chèvre Beni Arouss, la même étude a 
été réalisée chez des chèvres cyclées (Etude 3, saison sexuelle). 





Selon la disponibilité en animaux au niveau du centre, et étant donné que 14 chèvres ont été 
détectées acycliques pour des raisons inconnues au cours de l’essai ce qui a nécessité leur 
écartement, un effectif total final de 44 chèvres a été utilisé. 
En avril 2017, la dernière étude portant sur l’effet du remplacement de l’eCG par l’effet bouc 
sur l’induction et la synchronisation de l’œstrus et de l’ovulation chez la chèvre Beni Arouss a 
été réalisée sur un effectif total de 43 chèvres acycliques conduites en séparation des mâles à 
la chèvrerie (Etude 4, Anœstrus saisonnier). Une comparaison entre le meilleur traitement 
classique, résultat de la 3ème étude et de deux autres traitements basés sur l’utilisation de l’effet 
de boucs sexuellement actifs a été effectuée. 
Sachant que le printemps correspond à la saison de plus faible reproduction chez les boucs Beni 
Arouss en comparaison avec l’été et l’automne (résultats de l’étude 1), un traitement 
photopériodique a été réalisé au préalable afin de stimuler l’activité sexuelle chez les boucs. A 
partir du 14 novembre 2016, au niveau du domaine expérimental de Boukhalef, quatre boucs 
ont été soumis à un traitement de jours longs (16h de lumière par jour) pendant 75 jours (jusqu’à 
28 janvier 2017). Ensuite, ils ont été exposés aux conditions naturelles de photopériode jusqu’à 
la fin de l’étude. 
Finalement, en saison sexuelle (novembre 2017), la 2ème partie de la dernière étude a été 
réalisée, en testant l’effet des mêmes traitements sur la synchronisation d’œstrus et d’ovulation 
chez 45 chèvres cycliques toujours maintenues en séparation des males au moins un mois avant 
l’essai. 
La figure suivante illustre le calendrier des différentes études : 
Figure 8. Calendrier des différentes recherches 
2.4. Les principales techniques utilisées en complément des méthodes dites 
« classiques »  
Deux techniques principales d’analyse ont été utilisées durant les quatre années de recherche. 
La première est l’analyse du sperme assistée par ordinateur ou le CASA (Computer Assisted 
Sperm Analysis), utilisée pour évaluer la qualité de la semence chez les boucs et la deuxième 





technique est la méthode immuno-enzymatique (ELISA) utilisée pour effectuer les dosages 
d’hormones spécifiques pour les deux études chez la femelle. 
2.4.1. Analyse du sperme assistée par ordinateur (CASA) 
Le centre régional de Tanger dispose d’un système CASA (ISAS, proiser R+D SL, Espagne) 
qui permet l’analyse assistée par ordinateur de certains paramètres spermatiques. Ce système 
fonctionne grâce à une caméra couplée à un microscope et utilise un logiciel informatique 
permettant l’analyse des trajectoires des spermatozoïdes. Cette technique a permis une certaine 
standardisation de l’analyse de la semence notamment au niveau du même laboratoire 
(Verstegen et al., 2002), pourtant certains paramètres doivent être interprétés avec précaution. 
Le système peut évaluer la concentration en spermatozoïdes du sperme, néanmoins, cette 
fonction peut conduire à une surestimation du nombre de spermatozoïdes. En effet, le système 
CASA ne peut pas faire la différence entre les débris cellulaires qui ont une taille semblable à 
celle des spermatozoïdes et les têtes de spermatozoïdes (Sharon et Mortimer, 2000). De plus 
en cas de faible concentration du sperme, les valeurs fournies ne sont pas fiables (Verstegen et 
al., 2002). Pour ces raisons, la détermination de la concentration du sperme avec ce système 
n’est pas recommandée.  
Cependant, en fonction de l’espèce le système fournit des données intéressantes sur la motilité 
des spermatozoïdes (Mwaanga et al., 2014). Ainsi, en plus de la motilité totale (MT) et 
progressive (MP), des valeurs cinématiques sont déterminées pour chaque spermatozoïde, 
comme par exemple la VCL (Curvilinear Velocity) qui reflète la distance totale que couvre la 
tête du spermatozoïde au cours de la période d’observation. La VSL (Straight-Line Velocity) 
est déterminée par la mesure de la distance entre le point d’arrivée et le point de départ, en 
ligne droite, la VAP (Average Path Velocity) correspond à la distance parcourue sur le trajet 
moyen pendant la durée d’observation, l’ALH (Amplitude of Lateral Head displacement) qui 
correspond à l’amplitude de déplacement latéral de la tête et la BCF (Beat Cross Frequency) 
qui mesure la fréquence de croisement de trajectoire (Fig. 8). D’autres paramètres sont 
également mesurés et qui correspondent aux rapports entre les vitesses à savoir la linéarité 
(LIN=VSL/VCL), l’oscillation (WOB=VAP/VCL) et la rectitude (STR=VSL/VAP). Suivant 
des études réalisées chez les taureaux et les béliers, ces paramètres peuvent être utilisés pour 
prédire la fertilité (Cox et al., 2006 ; Kathirvan et al., 2008 ; Del Olmo et al., 2013). En effet, 
ils facilitent l’identification des modifications de trajectoires et des battements flagellaires liés 
à l'hyperactivation comme une partie importante de la capacitation du sperme (Suarez et Pacey, 
2006). Une augmentation de la VCL et de l'ALH indique une hyperactivation chez plusieurs 
espèces (McPartlin, 2009 ; Mortimer et Mortimer, 2013). 
Chez les caprins, les critères considérés par le système pour l’analyse d’images de 
spermatozoïdes sont les suivants : nombre d’images (25/s), optiques (Ph-), échelle 
(20xOlympus), surface des particules (entre 3 et 70 μm2), spermatozoïde lent (VCL entre 10 et 
45 μm/s), moyen (VCL entre 45 et 75 μm/s), rapide (VCL> 75 μm/s), progressivement motile 
(STR >80%) (Cox et al., 2006, Berlinguer et al., 2009). 
En outre, le système CASA après avoir réalisé une coloration des spermatozoïdes, permet une 
évaluation objective de la morphométrie de la tête (Mwaanga et al., 2014). Ainsi, les 
dimensions de la tête peuvent être déterminées. 






Figure 9. Paramètres de motilité mesurés par le système CASA. 
2.4.2. La méthode immuno- enzymatique (ELISA) 
Afin de déterminer le moment du pic préovulatoire de la LH et caractériser l’activité ovulatoire 
de la femelle dans les études menées chez la chèvre Beni Arouss, des dosages des 
concentrations plasmatiques de la LH et de la progestérone ont été réalisés par la méthode 
ELISA au niveau du laboratoire de reproduction animale à l’INRA de Tanger. En effet, le 
laboratoire dispose d’un lecteur et d’un laveur de microplaques automatique pour faire les 
dosages dans les bonnes conditions. 
Deux kits commerciaux ont été utilisés pour déterminer les concentrations de ces deux 
hormones. Le premier est le kit LH-Detect pour caprins (Repropharm, INRA, France), destiné 
à un dosage enzymatique quantitatif de type ELISA sandwich de la LH. Ce kit est choisi sur 
base de sa spécificité ainsi que pour son excellente sensibilité.  
Le deuxième est un kit de dosage de la progestérone humaine (DSI-EIA-Steroid-Progesterone, 
DSI, Italie) destiné à un dosage enzymatique quantitatif de type EIA compétitif direct de la 
progestérone. Ce kit, très peu onéreux par rapport aux kits spécifiquement développés pour 
petits ruminants, est validé pour usage chez la femme mais a pu être adapté, au moyen d’une 
série de pré-tests, à la chèvre où le seul objectif était la mise en évidence d’une phase lutéale 
au cours d’un suivi temporel des chèvres. Ces dosages n’étaient pas destinés à déterminer avec 
précision une concentration plasmatique en progestérone.  
Après 2016, la commercialisation de ce kit a été transférée à une autre firme sous un nouveau 
nom commercial (abia progesterone, AB Diagnostic Systems GmbH, Allemagne). Néanmoins, 
le kit a gardé les mêmes caractéristiques ainsi que la même performance permettant son 



























Etude 1. Variation saisonnière de l’activité de la 









Cette étude est présentée sous forme d’article publié dans le journal Animal Reproduction 
Science (El Kadili, S., Raes, M., Bister,J.L, Archa,B., Chentouf, M., Kirschvink, N., 2019. 
Effect of season on sexual behavior, testicular measurements and seminal characteristics in 
"Beni arouss" North Moroccan bucks, Anim. Reprod. Sci. 201, 41-54).
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Présentation de l’étude  
Chez les petits ruminants, l’insémination artificielle gagne en popularité depuis plusieurs 
années surtout dans le but d’améliorer la génétique des troupeaux. Néanmoins son application 
nécessite une étude préalable de la variation saisonnière de l’activité de reproduction. Pour 
ceci, et au cours d’une année, un suivi mensuel des mensurations testiculaires, du 
comportement sexuel et des caractéristiques de la semence chez sept boucs de la race Beni 
Arouss, maintenus à 35°N de latitude sous conditions naturelles de photopériode a été réalisé. 
Des mensurations mensuelles de la circonférence scrotale (par mètre ruban), du diamètre et de 
la longueur testiculaire (par pied à coulisse) ont été réalisées. Le comportement sexuel a été 
évalué suite à l’exposition des mâles à une femelle en œstrus. Le nombre d’éjaculats récoltés à 
l’aide d’un vagin artificiel, le nombre de sauts et le temps de réaction pour deux éjaculations 
ont été déterminés. Pour un premier éjaculat, le volume du sperme, la concentration (par 
comptage dans la cellule de Bürker), la viabilité (après coloration par éosine-nigrosine) et la 
morphologie des spermatozoïdes (après coloration par Diff-Quik) ont été analysées. Les 
paramètres de motilité et de morphométrie de la tête ont été analysés en utilisant le système 
CASA. 
Les résultats ont montré que la taille testiculaire varie significativement en fonction de la 
saison. Les valeurs les plus élevées ont été enregistrées en été et en automne pour la 
circonférence scrotale, et les plus basses en hiver pour la longueur testiculaire. La plupart des 
caractères liés au comportement sexuel n'ont pas été influencés par la saison, à l'exception du 
nombre de sauts avant la première éjaculation qui était plus faible en été. Aucune différence 
entre les saisons n'a été observée en terme de volume de l’éjaculat. Cependant, la concentration 
en spermatozoïdes, la viabilité et le pourcentage de spermatozoïdes normaux ont été inférieurs 
pendant la saison hivernale. La taille des têtes de spermatozoïdes a été significativement plus 
grande en automne et l'activité des spermatozoïdes a été accrue en été et en automne. L'analyse 
des corrélations a montré que la majorité des caractéristiques séminales conventionnelles sont 
significativement corrélées avec les mensurations testiculaires (P <0,05 ; r <0,5). Les 
paramètres conventionnels et ceux de motilité générés par le CASA ont montré des corrélations 
positives entre la viabilité et la motilité progressive (r = 0,4 ; P <0,05) et entre le pourcentage 
des spermatozoïdes normaux et les vitesses progressive linéaire (VSL) et (VAP) (r = 0,4 ; P 
<0,05). Un score global et individuel de performance reproductive a été établi pour permettre 
d'évaluer l'amplitude de variation de l’aptitude de reproduction de chaque individu. Ce score a 
confirmé que pour l’ensemble des boucs, une amélioration de la performance de reproduction 
a été enregistrée en été et en automne.  
Cette étude décrit pour la première fois la variation saisonnière de l’aptitude de reproduction 
des boucs de la race Beni Arouss et suggère que, malgré qu’une performance de reproduction 
maximale a été notée en été et en automne, la reproduction peut être possible tout au long de 
l'année.  






Changes in anatomical, behavioural and seminal characteristics were measured throughout the 
year in seven Beni Arouss bucks maintained at a latitude of 35°N. Testicular size varied 
significantly. There were the greatest values during the summer and autumn for scrotal 
circumference and least in the winter for testicular length. Values for most variables related to 
sexual behavior were not affected by season except the number of mounts before first 
ejaculation which was least in the summer. No differences were detected between seasons in 
terms of semen volume. The sperm concentration, viability and percentage of normal sperm, 
however, were less during the winter period. The size of sperm heads was larger in the autumn 
and motility of spermatozoa was greater in the summer and autumn. Results from the 
correlation analysis indicated that the majority of conventional seminal characteristics were 
correlated with testis measurements (P < 0.05; r < 0.5). Values for conventional and CASA 
motility variables indicated there were positive correlations between viability and progressive 
motility (r = 0.4; P < 0.05) and between the percentage of normal sperm and straight line and 
average path velocity (r = 0.4; P < 0.05). A global reproduction performance score was 
established for each buck, which allowed for assessment of magnitude of seasonal changes for 
each individual. These global score values indicated there was a greater reproductive 
performance for all bucks during summer and autumn. This study described for the first time 
seasonal variations of reproductive characteristics of Beni Arouss bucks and results indicate 
that even though there is a maximal capacity for reproductive performance during the summer 
and autumn, breeding should be possible throughout the year. 
Keywords: Season; Testicular size; Sexual behaviour; Seminal characteristics; Beni Arouss 
buck   





1. Introduction  
The productivity of small ruminants is affected by seasonality of reproduction. For goats, 
sexual behaviour, testicular size and semen quantity and quality are the main factors that affect 
buck reproductive efficiency during the year. This efficiency varies as a result of various factors 
including breed (Perez and Mateas, 1996; Arrebola and Abecia, 2017), latitude (Karagiannidis 
et al., 2000; Gómez-Brunet et al., 2012), climate (Zarei et al., 2009), season (Talebi et al., 2009; 
Zarazaga et al., 2009; Arrebola and Abecia, 2017), nutrition (Walkden-Brown and Bocquier, 
2000; Martin et al., 2010) and circulating gonadotropin concentrations (Yu et al., 2018).  
In the Northern hemisphere (at 30-40°N) season of the year was reported as the main factor 
affecting semen characteristics in goats with maximum reproductive functions occurring in the 
summer and autumn when natural photoperiods exist (Barkawi et al., 2006; Zamiri and Heidari, 
2006; Talebi et al., 2009). In the southern hemisphere and for breeds from the lower latitudes 
in the Mediterranean area (36-38°N), bucks still have maximum reproductive activity in 
summer and autumn but variations are not as pronounced as those when animals are located in 
other parts of the world (Arrebola et al., 2010; Chentouf et al., 2011; Arrebola and Abecia, 
2017).  
In Morocco, goats account for 6.1 million among the 28.6 million livestock (MAPM, 2017) 
and are bred in mountainous and isolated areas. In Northern Morocco, the goat herds constitute 
approximately 788,000 animals. Beni Arouss is a North Moroccan indigenous goat breed that 
has been officially recognized recently with approximately 8,600 animals that have been 
recorded by the National Association of Sheep and Goats in Morocco (Bouaissa, 2017). This 
breed is well adapted to extensive management practices and harsh local conditions. Beni 
Arouss goats are relatively resistant to local pests and diseases. The mean body weight of adult 
Beni Arouss is 37.5 ± 8.8 kg in females and 41.8 ± 13.6 kg in males with red as predominant 
coat color for both sexes (Hilal et al., 2013). Goats from this breed are seasonal breeders 
(Chentouf et al., 2011) with a daily milk production of 0.47 kg/d in extensive systems and 0.51 
kg/d when there are intensive management conditions. This difference of productivity seems 
to be due to the large variability between goats (El Otmani et al., 2014). Because of large-scale 
dissemination of imported breeds in Morocco, there is a continuous decrease in the number of 
local breeds of goats. This phenomenon could lead in the future to the total loss of the local 
breeds and inclusion of the genetics from these autochthonous populations into cosmopolitan 
breeds (Benjelloun et al., 2015). One of the goals of the Moroccoan Agricultural Ministry is to 
improve herd productivity and preservation of this breed  by implemention of a breeding 
program using artificial insemination. There, however, is little information on the effect of 
season on buck reproductive characteristics in northern Morocco. The only study of this kind 
was conducted by Chentouf et al. (2011) and was limited to physical measurements and a few 
characteristics of semen. 
  In artificial insemination centers, general sperm characteristics such as concentration, 
motility, viability and morphology are routinely used to assess semen quality. Inconsistent 
results regarding the relationship between fertility-related values and these values for 
conventional sperm quality variables have been reported. Many researchers have reported that 
there are strong correlations between these types of values (Linford et al., 1976; Rodríguez-
Martínez, 2003), while in other studies it was reported there were little or no relationships  
between ram fertility-based values and those for sperm quality variables (Gadea, 2005; Bishop 





et al., 2009). Unfortunately, the methods for performing such analyses lack standardization 
and, therefore, there cannot be comparisons between operators and laboratories. Computer 
Assisted Sperm Analysis system (CASA) was developed as a more accurate technique to assess 
sperm motility and morphometry (Mwaanga et al., 2014). In bulls and rams, results indicated 
that sperm motility and velocity can be used in predicting fertility (Kathiravan et al., 2008; Del 
Olmo et al., 2013). The CASA variables have been used also to assess seasonal variation of 
semen quality in species such as goats (Wang et al., 2015), sheep (Bravo et al., 2014), cattle 
(Valeanu et al., 2015) and horses (Waheed et al., 2015). Such data are not available for Beni 
Arouss bucks. 
The aim of the present study, therefore, was to evaluate in North Moroccan bucks seasonal 
variations of sexual behaviour, testicular measurements and seminal characteristics during a 
12-month period. A general reproduction performance score was developed that took into 
account values for all reproductive variables as an attempt to provide information about the 
magnitude of seasonal reproductive changes in bucks of this breed. 
2. Materials and methods 
2.1. Localization and animal management 
This study was conducted at the experimental station of Boukhalef, INRA, Regional center 
of Tangier, located at the north of Morocco (35°44’N Latitude, 5°54’ O Longitude). The 
climate in this region is Mediterranean sub-humid with an average annual rainfall of 887 mm. 
The greatest ambient temperature is 27.9 ºC and the least is 9.6 ºC. The day length ranges from 
10 h during the winter solstice to 14 h 45 min in the summer solstice. During a 12-month period 
(March 2015 to March 2016), data were collected from seven sexually mature Beni Arouss 
bucks aged between 5 and 8 years of age, at the onset of the study, with a body weight (BW) 
ranging between 28 and 67 kg. None of the bucks were in physical proximity with other bucks 
used in the study. The year was divided into four seasons according to the calendar: spring 
(from 21 March to 21 June), summer (from 22 June to 21 September), autumn (from 22 
September to 21 December) and winter (from 22 December to 20 March). During the 
experimental period, bucks were subjected to the same barn management. They were 
maintained indoors in individual pens and with natural photoperiodic conditions. Animals were 
fed basal diets of oat hay and concentrate feed mixture according to the recommended 
requirements of INRA (1988) and had free access to water.  
2.2. Testicular measurements and sexual behaviour 
Scrotal circumference (SC), testicular length (TL) and testicular diameter (TD) were 
determined monthly. Testis measurements were performed by the same operator using a 
flexible tape and a caliper. 
Sexual behavior was evaluated monthly. Before semen collection, each buck was 
individually exposed to a female goat in which there was an induced estrus. Reaction time 
(time to ejaculate) was evaluated for three consecutive ejaculates. The time allocated in which 
each ejaculation had to occur during an assessment period was 5 minutes. If ejaculation 
occurred within less than five minutes, a new time interval was calculated for the next 
ejaculation. In the absence of ejaculation within 5 minutes, a short period of 30 to 45 minutes 





during which the buck was separated from the estrous female was imposed either once or twice, 
and a new assessment period was attempted where the previous 5 (or 10) minutes were added 
to the time for first ejaculation. The number of mounts before each ejaculation was also 
recorded.  
2.3. Semen collection and evaluation 
Semen was collected from each buck monthly using artificial vagina and an estrous goat 
as a mount. For semen evaluation samples from the first ejaculate were analyzed. Immediately 
after collection, the semen was transported to the laboratory and immersed into a water bath at 
37 ºC.  
General seminal characteristics assessed in the current study represent conventional 
variables and these included semen volume, sperm concentration, viability and percentage of 
normal sperm. 
Semen volume was measured in a graduated collection tube and a pre-dilution (v:v) using 
a synthetic extender prepared in the research laboratory (pH = 7.2 and osmotic pressure = 320 
mOsm/kg). Sperm concentration was determined by manual counting with a Burker 
haemocytometer after diluting an aliquot of semen with a 0.05% formaldehyde distilled water 
(1:200).  
Motility analysis of sperm was performed using a CASA system (ISAS, Proiser R+D SL, 
Spain). This system consisted of use of an optical phase contrast microscope (UB203i, Proiser 
R+D SL, Spain) connected to a digital camera and a computer. Prior to analysis, semen sample 
concentration was adjusted to a 30 × 106 spermatozoa/ml with extender. The images were taken 
from 3 µl semen aliquots, which were placed on a 20 µm deep chamber slide (SpermTrack 20, 
Proiser R+D SL, Spain) on a pre-warmed stage. At least 200 spermatozoa from six different 
fields were analyzed in each sample using a negative phase-contrast microscope at 10x 
magnification. Samples were analyzed to determine values for sperm motility variables within 
20 min after collection. Variables included in the analysis were total motility (TM, %), 
progressive motility (PM, %), rapid spermatozoa (%), curvilinear velocity (VCL, µm/s), 
straight line velocity (VSL, µm/s) and average path velocity (VAP, µm/s).  
The sperm viability was evaluated by eosin-nigrosin (minutube, Germany) staining 
according to the method described by Evans and Maxwell (1987). Smears were prepared by 
mixing 5 µl of eosin (2% solution), 5 µl of nigrosin (4% solution) and 5 µl of semen (diluted 
at 800 × 106 spermatozoa/ml) on a warm slide and immediately spread with another slide. A 
total of 200 cells from different microscopic fields were evaluated using a bright-field 
microscope using a 60× objective. Spermatozoa with a partial or complete purple head were 
considered dead and only unstained spermatozoa were considered to be viable.  
Morphometric analysis of sperm samples was performed using the morphometric module 
of the ISAS. Prior to analysis, smears were prepared by placing 3 µl of the sperm sample 
previously diluted at 800 × 106 spermatozoa/ml on a clean slide. These were subsequently air-
dried for 10 min on a warming stage and fixed for 15 s in Diff-Quik (Microptic Automatic 
diagnostic system, Barcelona, Spain) fixative solution (containing 0.002 g/l of Fast Green in 
methanol). These samples were subsequently stained with Diff-Quik solution I (contains 1.22 
g/l of Eosin Y in phosphate buffer at pH 6.6 and 0.1% (w/v) sodium azide as preservative) for 





10 s and then with Diff-Quik solution II (contains 1.1 g/l of Thiazine Dye in phosphate buffer 
at pH 6.6) for 10 s. After each step, the excess solutions were allowed to drain from the slides 
by placing them vertically on absorbent paper. Once stained, the slides were rinsed with 
distilled water, air dried on a warming stage and permanently sealed with Eukitt quick 
hardening mounting medium (Sigma-Aldrich, Quimica SA., Spain) and a coverslip. Slides 
were examined using an UB203i microscope, with a x60 bright-field objective. Sperm heads 
(n = 200 per sample) with no imbrications with other particles were randomly and manually 
recorded using a software function. The sperm head morphometric dimensions for length (µm), 
width (µm), area (µm2) and perimeter (µm) were generated by the system software. Data were 
compiled and stored for further analysis. After morphometric evaluation, a total of 
100 spermatozoa per slide and sample were characterized at 60x objective for normal 
morphology using the procedures previously published by Evans and Maxwell (1987).  
2.4. Establishment of a global reproduction performance score for bucks  
An individual score taking into account the seasonal changes of the 22 reproduction 
performance variables was established as follows: The same five previously described 
reproduction performance categories were considered (i.e., testicular measurements, sexual 
behaviour, general semen characteristics, sperm motility and sperm morphometry). To assess 
relative changes due to seasonality, values recorded during the spring were considered as a 
reference (100%) and values for assessments for each buck during the following seasons were 
calculated as a percentage of the spring value for that individual. Relative changes were 
transformed into negative (reduced reproduction performance) or positive (improved 
reproduction performance) scores: 0 for changes below 10%; -1 or +1 for changes between 
10% and 20 %; -2 or +2 for changes between 20% and 40%; -3 or +3 for changes between 40% 
and 60%; -4 or +4 for changes greater than 60%. Scores for each performance category were 
weighted according to a within-category coefficient with the aim being to take into 
consideration the greater importance of certain variables. Each performance category score was 
further weighted using a between-category coefficient that allowed for recognizing the greater 
importance of these variables to general semen characteristics and sperm motility (see Table 1 
for details). This global reproduction performance score ranged between -1 and 1. 
2.5. Statistical analysis 
Data analysis was performed using SAS 9.0 software (SAS Inst. Inc., Cary, NC, USA). 
Before analysis, the percentage data were transformed to arcsine and all data were subjected to 
ANOVA using Proc mixed of SAS. The statistical model included the fixed effect of season or 
month and the random effect of buck. Body weight of bucks was added as a co-variate to the 
model. Least squares means for seasons were compared using the PDIFF option (a pairwise t-
test) of the LSMEANS statement of SAS. Data were expressed as mean ± SD and the level of 









Table 1. Establishment of a global reproduction performance score aiming to assess seasonal 










Scrotal circumference  2 
Testicular diameter 2 
Testicular length  1 
0.15 Sexual 
behaviour 
Number of ejaculates 1 
Number of mounts before 1st 
ejaculation 
1 
Reaction time/first ejaculation 1 
Number of mounts before 2nd 
ejaculation 
1 




Semen volume  2 
Sperm concentration 3 
Viability 3 
Normal sperm 3 
0.30 Sperm motility TM 1 
PM  1 
Rapid spermatozoa 1 
VCL 1 






Area  1 
Perimeter 1 






3.1. Testicular measurements and sexual behaviour 
Changes in values for testicular variables are shown in Table 2 and Figure 1. Scrotal 
circumference varied throughout the year and was affected by the bucks’ body weight, with 
the least mean values during the spring and winter (26.0 ± 2.5 cm and 26.0 ± 2.0 cm, 
respectively) and the greatest values (P < 0.05) during summer and autumn (27.5 ± 1.4 cm and 
27.5 ± 1.6 cm, respectively). There was a slight increase in the testicular diameter during the 
summer and autumn (5.6 ± 0.5 cm and 5.7 ± 0.5 cm, respectively) compared with the winter 
(5.4 ± 0.5 cm; P < 0.05). Testicular length was affected by season and month (P < 0.05), being 
least in the winter (10.5 ± 1.5 cm) especially in February (10.0 ± 1.5 cm) compared with all 
other seasons.  
Table 2. Effect of season on Testicular measurements in Beni Arouss bucks (n = 7) 
 
Data are shown as mean ± SD; Means with different superscript letters in the same row are 
different; lowercase letters: P < 0.05; uppercase letters: P < 0.001. 
 
Fig. 1. Monthly variations in scrotal circumference (A), testicular length (B), testicular 
diameter (C) and number of mounts before first ejaculation (D) in Beni Arouss bucks; Data are 
shown as mean ± SD (P < 0.05). 
Traits Season 
Spring Summer Autumn Winter 
Scrotal circumference (cm) 26 ± 2.5b 27.5 ± 1.4a 27.5 ± 1.6a 26 ± 2b 
Testicular diameter (cm) 5.5 ± 0.8bc 5.6 ± 0.5ab 5.7 ± 0.5a 5.4 ± 0.5c 
Testicular length (cm) 11.4 ± 1.8a 11.7 ± 1a 11.9 ± 1.1a 10.5 ± 1.5b 





Due to rare occurrences of third ejaculations, only data related to the first and second 
ejaculation were analyzed (Table 3). Values for most variables related to sexual behavior 
(number of ejaculates, time for first ejaculation, number of mounts before the second 
ejaculation and reaction time per second ejaculation) were neither affected by season (P > 
0.05), nor body weight. In the 3 months of the summer and in September (Fig. 1) there, 
however, was a decrease in the number of mounts before occurrence of the first ejaculation (P 
< 0.001), where most bucks ejaculated after one mount in comparison with there being two 
mounts before ejaculation in the other seasons of the year. The greatest libido of the bucks was, 
therefore, observed in the summer and early autumn. 
Table 3. Effect of season on sexual behavior in Beni Arouss bucks (n = 7) 
Data are shown as mean ± SD; Means with different superscript letters in the same row are different (P 
< 0.001). 
3.2. General seminal characteristics 
In the present study, a total of 145 ejaculates were collected from seven bucks. There were 
84 ejaculates collected from the first ejaculation that were analyzed for general seminal 
characteristics and CASA sperm motility variables (Tables 4 and 5; Figs 2, 3 and 4). Semen 
volume and concentration were affected by body weight. Except for semen volume, semen 
characteristics were affected by month or season. An increase in sperm concentration occurred 
during the summer (5.5 ± 2.2.109/ml) compared with the winter (3.5 ± 1.0.109/ml; P < 0.05). 
Sperm viability was greater in the spring and summer (86 ± 6.8% and 84 ± 3.9%, respectively) 
than during autumn and winter (81 ± 2.3% and 79 ± 1.3%, respectively) with the greatest value 
being in March (90.9 ± 2.5%; P < 0.001). The greatest percentage of normal sperm was in the 
summer (82 ± 4.9%) while the least was in the winter and spring (75 ± 3.2% and 73 ± 6.7%, 
respectively; P < 0.001). 
Table 4. Effect of season on general seminal characteristics in Beni Arouss bucks (n = 7) 
Data are shown as mean ± SD. Means with different superscript letters in the same row are 
different; lowercase letters: P < 0.05; uppercase letters: P < 0.001 
Traits Season 
Spring Summer Autumn Winter 
Number of ejaculates 1.6 ± 0.6 1.7 ± 0.6 1.9 ± 0.3 1.7 ± 0.5 
Number of mounts before first 
ejaculation 
2 ± 0.8A 1 ± 0.3B 2 ± 1.1A 2 ± 0.9A 
Reaction time/first ejaculation (s) 147 ± 223 114 ± 157 75 ± 38 70 ± 61 
Number of mounts before second 
ejaculation 
2 ± 1.7 1 ± 0.8 1 ± 0.8 1 ± 0.6 
Reaction time/second ejaculation (s) 318 ± 217 336 ± 177 386 ± 80 347 ± 94 
Variables Season 
Spring Summer Autumn Winter 
Semen volume (ml) 0.8 ± 0.3 0.7 ± 0.4 0.8 ± 0.3 0.6 ± 0.3 
Sperm concentration (x109/ml) 4.8 ± 1.4ab 5.5 ± 2.2a 4.4 ± 1.2bc 3.5 ± 1c 
Viability (%) 86 ± 6.8A 84 ± 3.9A 81 ± 2.3B 79 ± 1.3B 
Normal sperm (%) 73 ± 6.7C 82 ± 4.9A 78 ± 3.9B 75 ± 3.2C 






Fig. 2. Monthly variations in sperm concentration (A), viability (B) and normal sperm (C) in 
Beni Arouss bucks; Data are shown as mean ± SD (P < 0.05) 
3.3. Sperm motility and head morphometry variables 
Whereas there was no body weight effect on values for sperm variables, seasonal variation 
affected semen kinematic motility except for the percentage of rapidly progressive motile 
spermatozoa (rapid spermatozoa; Table 5, Fig. 3). There was the greatest percentage of motile 
spermatozoa (total motility, TM) in the autumn (P < 0.05) in comparison with mean 
percentages in the spring and summer. The least percentage of sperm moving progressively 
forward (progressive motility, PM) was recorded in the winter (P < 0.05) in comparison with 
mean percentage values in the spring, summer and autumn. There was a greater value for sperm 
velocities, curvilinear velocity (VCL), straight line velocity (VSL) and average path velocity 
(VAP) during the autumn, followed by lesser values (P < 0.05 and P < 0.001, respectively for 
VCL and VAP and VSL) during the winter and spring.  
Values for sperm head morphometric CASA measurements are also depicted in Table 5 and 
Figure 4. Season influenced head morphometric dimensions (P < 0.001). There was an 










Table 5. Effect of season on values for sperm motility and morphometry variables in Beni 
Arouss bucks (n = 7) 
TM, total motility; PM, progressive motility; VCL, curvilinear velocity; VSL, straight line velocity; 
VAP, average path velocity.  
Data are shown as mean ± SD. Means with different superscript letters in the same row are different; 
lowercase letters: P < 0.05; uppercase letters: P < 0.001. 
 
 
Fig. 3. Monthly variations in values for sperm motility variables: (A) curvilinear velocity 
(VCL, µm/s), (B) straight line velocity (VSL, µm/s) and (C) average path velocity (VAP, µm/s) 
in Beni Arouss bucks; Data are shown as mean ± SD (P < 0.05). 
Variables Season 
Spring Summer Autumn Winter 
TM (%) 88.4 ± 5.7b 89.5 ± 4b 92.2 ± 3.3a 90.8 ± 5.9ab 
PM (%) 75.1 ± 5.6a 77 ± 3.5a 77.1 ± 2.6a 72.3 ± 5.3b 
Rapid spermatozoa (%) 85.1 ± 7.5 86.2 ± 5 89.5 ± 3.9 86.1 ± 8.8 
VCL (μm/s) 140.1 ± 18.2b 145.9 ± 20b 159.7 ± 16.8a 139.6 ± 12.6b 
VSL (μm/s)  86.1 ± 15.6B 95.9 ± 17.2A 100.4 ± 12.3A 77.7 ± 7.4C 
VAP (μm/s) 110.5 ± 19.7c 126.1 ± 22.2b 137 ± 14.9a 112 ± 11.4c 
Length (μm) 8.5 ± 0.1B 8.5 ± 0.2B 8.8 ± 0.1A 8.5 ± 0.1B 
Width (μm) 4.2 ± 0.1B 4.2 ± 0.1B 4.3 ± 0.1A 4.2 ± 0.1B 
Area (μm2) 30.6 ± 0.9B 30.5 ± 1.3B 32.4 ± 1.1A 30.4 ± 0.8B 
Perimeter (μm) 22.8 ± 0.3B 22.8 ± 0.5B 23.4 ± 0.3A 22.8 ± 0.3B 






Fig. 4. Monthly variations in values for sperm morphometry variables: (A) length (µm), (B) 
area (µm), (C) width (µm) and (D) perimeter (µm) in Beni Arouss bucks; Data are shown as 
mean ± SD (P < 0.05). 
3.4. Correlation between testicular measurements, general seminal characteristics and sperm 
motility and head morphometry variables    
Correlation coefficients of physical measurements with conventional seminal 
characteristics and CASA of motility and morphometry are shown in Table 6. The values for a 
majority of conventional seminal characteristics were positively correlated (P < 0.05) with 
values for physical measurements but the relationship was rather minimal (r < 0.5). Most of 
the values for variables assessed with CASA were not correlated with values for testicular 
measurements. Similarly, the values for conventional and CASA variables were not correlated. 
Some of these values were moderately correlated (P < 0.05; r < 0.5). Among physical 
measurement variables, values for the SC and TD had the largest coefficients of correlation 
and with TL (r = 0.7 - 0.8; P < 0.05). As expected, there was a positive correlation between 
values for semen volume and sperm concentration (r = 0.3; P < 0.05). Testicular size was also 
positively correlated with values for semen volume (r > 0.3; P < 0.05) and sperm concentration 
(r > 0.2; P < 0.05). For CASA variables, values for TM, PM and rapid spermatozoa were 
correlated (P < 0.05; r = 0.7 - 0.9). Likewise, values for velocities (VCL, VSL and VAP) were 
positively correlated (r = 0.7 - 0.9; P < 0.05). Values for morphometric variables were 





correlated (r = 0.6 - 0.9; P < 0.05) except for length and width (r < 0.5). Correlation between 
the values for conventional and CASA motility indicated there was a positive correlation 
between values for sperm viability and PM (r = 0.4; P < 0.05) and between values for the 
percentage of normal sperm and VSL and VAP (r = 0.4; P < 0.05).






Table 6. Correlation coefficients between values for buck reproductive variables; First ejaculate of each monthly collection was considered for 
seven bucks 
  





Viability  Normal 
sperm 
TM  PM  Rapid 
sperm-
atozoa  
VCL  VSL  VAP  Length  Width Area  Perimeter 
SC - 0.84 0.73 0.37 0.30 NS 0.32 NS 0.26 NS NS NS 0.22 NS 0.28 NS NS 
TD  - 0.67 0.36 0.25 NS NS NS NS NS NS NS NS NS NS NS NS 
TL   - 0.35 0.21 NS 0.22 NS 0.31 NS NS 0.26 NS NS 0.29 NS NS 
Semen 
volume     - 0.35 NS NS NS NS NS NS NS NS NS NS NS NS 
Sperm 
concentration      - NS NS NS NS NS NS NS NS  -0.34 NS  -0.23  -0.31 
Viability       - NS NS 0.40 NS NS NS NS NS NS NS NS 
Normal 
sperm       - NS 0.28 NS 0.28 0.42 0.42 0.24 0.24 0.25 0.23 
TM         - 0.67 0.96 0.36 NS 0.23 NS NS NS NS 
PM          - 0.75 0.27 0.44 0.32 NS NS NS NS 
Rapid 
spermatozoa          - 0.44 NS 0.31 NS NS NS NS 
VCL            - 0.75 0.91 0.42 NS 0.33 0.41 
VSL             - 0.91 0.23 0.30 0.29 0.27 
VAP              - 0.38 0.27 0.36 0.39 
Length               - 0.47 0.82 0.94 
Width               - 0.86 0.63 
Area                 - 0.93 
Perimeter                                 - 
SC, scrotal circumference; TD, testicular diameter; TL, testicular length; TM, total motility; PM, progressive motility; VCL, curvilinear velocity; VSL, straight 
line velocity; VAP, average path velocity; Correlation coefficients are indicated if P < 0.05; NS: non-significant correlation.
 3.5. Global reproduction performance score 
Variations of the global reproductive performance score with season and for each buck are 
shown in Figure 5. In all bucks, the maximum reproductive performance score was observed 
in the summer and/or autumn.   
 
Fig. 5. Seasonal variations of the global reproduction performance score in Beni Arouss 
bucks. 
4. Discussion  
This study is the first in which there was evaluation of seasonal changes in reproductive 
physiology in Beni Arouss males by measuring testes size, reproductive behavior and seminal 
characteristics using conventional methods and CASA. Because the Beni Arouss goat 
population which is indigenous to the North of Morocco has been recently considered to be 
classified as a local breed (official Journal of Kingdom of Morocco; No. 6430; 01/2016), 
actions are being taken to ensure selection of this status. In the present study, reproductive 
characteristics of seven sexually mature bucks were investigated. Animals were not selected 
for study inclusion based on weight and age but rather based on being sexually mature which 
resulted in some of the individual differences in results among animals. Body weight was taken 
into consideration in the statistical model and affected values for testicle size as well as semen 
volume and concentration results, whilst the values for other variables were not affected by 
body weight. Ahmad and Noakes (1996) and Delgadillo et al. (1991) reported body weight and 
age among factors affecting semen characteristics, but seasonality had greater effect on these 
characteristics in the present study. In Mediterranean regions, reproductive characteristics of 
bucks are also affected by feed quality and availability (Perez and Mateas, 1996; Zarazaga et 
al., 2009). Throughout the present study, the same feeding program was used, thereby 
minimizing nutrition-related changes on reproduction performance.  
The results of the present study indicate reproductive activity of Beni Arouss bucks was 
maintained throughout the year in natural photoperiod conditions (35°N 5°O), however, bucks 
have seasonal variations in reproductive activity. In the Mediterranean area, from previous 
studies  it has been reported that seasonal variations in reproductive characteristics of bucks 
occurred as a result of photoperiod and especially at some latitudes (Perez and Mateas, 1996; 
Zarazaga et al., 2009; Arrebola et al., 2010; Gallego-Calvo et al., 2015; Arrebola and Abecia, 
2017). Bucks in latitudes between 30° and 40°N in the Mediterranean areas (e.g., Murciano-
Granadina, Verata, Payoya and Blanca Andaluza breeds) had a moderate seasonal increase in 
values for many reproductive variables during the summer and autumn (Roca et al., 1992; Perez 
and Mateas, 1996; Zarazaga et al., 2009; Arrebola et al., 2010; Gallego-Calvo et al., 2015; 





Arrebola and Abecia, 2017). Male goats of several breeds that were located in the higher 
latitudes (e.g. Alpine and Saanen breeds raised in latitudes above 40°N), had marked seasonal 
variations in semen production and sexual activity that were maximal during days when there 
was a decreasing photoperiod (Delgadillo and Chemineau, 1992; Chemineau et al., 1999). In 
latitudinal zones of less than 30°N, the seasonality of reproduction is quasi absent in these 
breeds (Chemineau, 1986). 
Similar to animals of other breeds that are located in lower latitudes (30-40°N) in the 
Mediterranean and the Middle East regions such as the Blanca Andaluza (Gallego-Calvo et al., 
2015), Payoya (Zarazaga et al., 2009), Murciano-Granadina (Arrebola et al., 2010), Verata 
(Perez and Mateas, 1996), Zaraibi  (Barkawi et al., 2006) and Markhoz (Talebi et al., 2009) the 
greatest values for most of the variables for animals of the Beni Arouss breed were observed 
during summer and autumn and the least values were in winter. Apparently North Moroccan 
bucks respond to seasonal changes in similar ways as Murciano-Granadina bucks in Spain 
(Arrebola et al., 2010) and Zaraibi bucks in Iran (Barkawi et al., 2006) by not being affected 
by the relatively greater temperatures during the summer. 
In the current study, values for testicular measurements were recorded monthly and all the 
data indicate values were at a maximum in September. When the data were grouped by season 
there were the greatest values for SC, TD and TL in the summer and autumn with the least 
values being in the winter. These findings are comparable to those of bucks of the Murciano-
Granadina (Roca et al., 1992), Atlas Moroccan (Douk, 1996), Verata (Perez and Mateas, 1996), 
Saanen and Nubian (Babiker Abdelhai, 2003), Damascus (Al-Ghalban et al., 2004), Rayini 
(Zamiri and Heidari, 2006) and North Moroccan (Chentouf et al., 2011) breeds or populations. 
There were fewer mounts before the first ejaculation during the summer and early autumn 
(September) suggesting that libido was greatest during this season of the year. This trend is 
comparable to that reported by Barkawi et al. (2006) during the summer where there were fewer 
mounts and a lesser reaction time per first and second ejaculation. 
There were greater sperm concentrations in the spring and summer than winter with a 
maximum between June and August. Findings in the present study are consistent with those of 
Arrebola et al. (2010), Chentouf et al. (2011), Wang et al. (2015) and Arrebola and Abecia 
(2017). In Creole bucks in Mexico,  there was the greatest sperm concentration from May to 
September and the least in February and March (Delgadillo et al., 1999), which is consistent 
with results of the present study. Also in the present study, there were no seasonal effects on 
semen volume. Similarly, volume did not differ between seasons in bucks of the Malaguena 
(Perez and Mateas, 1996), Korean Native (Choe et al., 2006), Murciano-Granadina (Arrebola 
et al., 2010; Arrebola and Abecia, 2017) and Payoya (Arrebola and Abecia, 2017) breeds. 
Semen viability ranged from 89% to 76% and was relatively consistent throughout the year. 
The values, however, were greatest in the spring and summer and maximum in August. These 
results are consistent with those of Al-Ghalban et al. (2004). In British bucks, however, the 
values were greatest for live sperm during autumn and winter and least during the spring and 
summer (Ahmad and Noakes, 1996). In Korean Native and North Moroccan indigenous bucks, 
there were no seasonal variations for sperm viability (Choe et al., 2006; Chentouf et al., 2011). 
The percentage of normal sperm was greater during the summer (maximum between July and 
September, being about 83%), while dead sperm values were greater during the winter and 
spring (26%). This finding is consistent with that of Perez and Mateas (1996) in Verata bucks 
and similar to those reported for bucks of different breeds (Karagiannidis et al., 2000; Barkawi 





et al., 2006; Talebi et al., 2009). In these reports, there were the least values for normal sperm 
in the winter and spring, while there was the greatest proportion of normal spermatozoa in the 
autumn. There was less normal sperm morphology in the winter in Murciano-Granadina bucks 
(Roca et al., 1992). In Damascus and Rayini bucks, however, there were greater values for 
normal sperm in the spring and summer, while the least values were in the autumn (Al-Ghalban 
et al., 2004; Zamiri and Heidari, 2006). 
Sperm quality was also assessed using the CASA system for the sperm motility and head 
morphometry characteristic variables. Sperm motility  and especially progressive sperm 
motility and sperm velocities are essential for sperm migration efficiency, oocyte penetration, 
capacitation and, therefore, for potentially predicting fertilizing capacity (Cox et al., 2006). In 
the current research, results indicate that values for most of motility variables (PM, VSL and 
VAP) were greater in the summer and autumn than those in the winter. In semen from Xinong-
Saanen bucks, Wang et al. (2015) also reported that values for some of the CASA motility 
variables were greater in the autumn than those observed in other seasons. Zarazaga et al. 
(2009) and Gallego-Calvo et al. (2015), working with Payoya and Blanca Andaluza bucks, 
reported that there were lesser values for sperm motility variables during the winter compared 
with the summer, with no differences being detected among the other seasons.  
Sperm head morphometry has also been analyzed in relation to fertility in many species. 
The variation in sperm head dimensions can be considered as an indicator of fertility potential 
in goats (Hidalgo and Dorado, 2009). In stallions, the sperm morphometry analysis of head 
area and perimeter were less in stallions with greater fertility (Waheed et al., 2015). 
Accordingly, dimensions of the sperm head appear to be useful for differentiation between 
males of relatively greater as compared with those with relatively lesser fertility. Similarly, 
there was a negative correlation between spermatozoa with a short and wide head and fertility 
when there was use of fresh ram semen (Martinez-Rodriguez et al., 2015). Inconsistent with 
this finding, Bravo et al. (2014) reported there was a greater spermatozoa head length and size 
in rams during the breeding season. For goats, to our knowledge, there have been no previous 
studies of the effect of season on buck sperm head morphometry. Although the physiological 
significance of these variables seems unclear and not correlated with values related to semen 
viability, there was an increase of length, width, surface and perimeter of spermatozoa heads 
in the autumn. 
Regarding correlation analyses, there were correlations between values for physical 
measurements and conventional seminal characteristics but these did not appear to be a 
predictor of semen quality. Correlation analysis between values for conventional semen 
characteristics and CASA variables indicated that viability of sperm was of a similar pattern of 
change as that for increased progressive motility. Also, normal spermatozoa swim faster and 
values for this variable are correlated with normal morphology, VSL and VAP. This finding is 
consistent with that of several studies with human sperm (Katz et al., 1982; Morales et al., 
1988; Sivanarayana et al., 2012). 
To assess seasonality of reproduction performance of individual animals while considering 
values for all reproductive variables, a global reproduction score was calculated in the present 
study. This score takes into account the time-related modifications of values for each variable 
which in turn is weighted based on relative importance of the variable to fertility capacity (see 
Table 1 for details). Accordingly, this score reflects the magnitude of seasonal changes for each 





buck rather than an absolute evaluation of reproduction capacity. There is general agreement 
of the primary effects of sperm motility, concentration, viability and spermatozoa morphology 
(Gomendio et al., 2007; Gillan et al., 2008; Love, 2011), thus, the relative weight of these 
semen characteristics and sperm motility was greatest, followed by sperm morphometry, sexual 
behavior and testicular measurements in calculation of the global reproduction score. In 
developing this scoring system, the previous detailed results where there was assessment of 
reproductive activity of North Moroccan bucks was particularly considered with these results 
indicating there was greater reproductive funcion when photoperiod starts decreasing (at 
summer solstice) and this trend for changes in reproductive function continues into the autumn 
period. This scoring system further indicates that individual bucks do not undergo seasonal 
changes of similar magnitude and that some animals have a greater increase in the score in the 
summer or autumn whereas others have a pronounced decrease in the winter. These individual 
variations are not assessed by considering mean results but are known to be important in 
individual animals (Bravo et al., 2011; Vicente-Fiel et al., 2013).  
5. Conclusion 
Results of the present study indicate that reproduction of North Moroccan bucks have a 
distinct seasonal pattern for reproductive capacity. There were the greatest values for semen 
variables during the summer and autumn which suggests that ejaculates collected during the 
summer and autumn would be more suitable for cryopreservation than those collected during 
the other seasons of the year. Even though there was a significant seasonal effect, there were 
values for reproductive characteristic and sperm quality variables that were sustained 
throughout the year that were greater than the minimal limits for use of semen in AI in goat 
and sheep centers. The reproductive performance score indicated that seasonal changes of 
reproduction capacity differ between individuals. 
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Présentation de l’étude  
Suite à la première étude caractérisant le comportement sexuel et la qualité de la semence 
du bouc Beni Arouss au cours de l’année, la qualité de conservation de la semence a été 
évaluée. Cette étude s’inscrit dans la volonté de développer un centre d’insémination avec une 
possibilité de conservation simple, soit à 16°C. 
Afin d’évaluer l’effet de la saison sur la qualité de conservation à l’état liquide de la semence 
chez les boucs Beni Arouss, les éjaculats récoltés mensuellement à l’aide d’un vagin artificiel 
de sept boucs matures ont été dilués dans un dilueur synthétique à une concentration finale de 
800 × 106 spermatozoïdes. ml-1, et conservés à 16 °C pendant 24 h. La motilité, la viabilité et 
la morphologie du sperme ont été évaluées à 0, 4, 8 et 24 h après conservation. Les paramètres 
de motilité et de morphologie ont été analysés en utilisant le système CASA et la viabilité a été 
déterminée après une coloration à l'éosine et la nigrosine.  
Comme prévu, les paramètres de motilité, de viabilité et de morphologie ont montré une 
réduction significative au cours des 24 heures de conservation et cela dans toutes les saisons. 
Cependant, après 24 heures de conservation, le sperme collecté en été (début de la saison de 
reproduction) était de meilleure qualité (19 – 29% de baisse de qualité) que celui récolté en 
automne, toujours pendant la saison de reproduction chez cette race (28 – 46% de baisse de 
qualité) ou dans les autres saisons de faible reproduction.  
En guise de conclusion, la saison influence les caractéristiques du sperme chez le bouc Beni 
Arouss avec une meilleure aptitude à la conservation à 16 °C obtenue en été. 
ABSTRACT 
The study aimed at determining the effect of storage and season on fresh semen of Beni Arouss 
goats. Ejaculates were collected at monthly intervals from seven mature bucks and were 
extended at a final concentration of 800 × 106 spermatozoa. ml-1 and stored at 16°C during 24 
h. Semen motility, viability and normal morphology were assessed at 0, 4, 8 and 24 h after 
collection. Motility and normal morphology parameters were recorded using a computer 
assisted sperm analysis (CASA) and viability was analyzed using eosin-nigrosin staining. As 
expected, motility, viability and normal morphology parameters showed a significant reduction 
within 24 h of storage and during all seasons. However, semen collected in summer maintained 
a better quality after 24 hours of storage at 16°C than semen collected during the other periods. 
In conclusion, storage ability of Beni Arouss bucks’ semen stored at 16°C was significantly 
higher during summer.  
Keywords: Beni Arouss buck; Season; Liquid storage; Motility; Viability; Normal 
morphology 






In the North of Morocco, goat production plays an important social and economic role and 
represents a live-hood base for 70% of the rural population (Chentouf et al., 2011). However, 
low productivity limits the producers’ income (Chentouf et al., 2006). This has led farmers to 
replace local goats by higher yielding foreign breeds or to perform crossings between local and 
foreign brreds. This large-scale dissemination of imported dairy goat breeds led to erosion of 
indigenous goat genetic resources. In 2007, the food and agriculture organization (FAO) 
launched the global plan of action for animal genetic resources to strive against the loss of 
animal genetic diversity and to preserve the zoogenetic resources. 
Beni Arouss is an autochthonous North Moroccan goat breed, recently recognized by 
Moroccan Ministry of Agriculture (official Journal of Kingdom of Morocco; No. 6430; 
01/2016) whose name is derived from the geographical location. This breed is characterized by 
a good milk production performance and an excellent adaptation to local conditions and 
resistance to pests and diseases (El Otmani et al., 2014). A breeding program aiming at 
preservation and improvement of the production potential of Beni Arouss goats is ongoing. 
The implementation of an artificial insemination (AI) center to support this program is planned 
by the government. The use of AI should largely contribute to an optimised preservation and 
dissemination of valuable traits and should lead to an improved productivity of North 
Moroccan goats. 
In recent years, AI with fresh semen has become a common technique in goats (Leboeuf 
et al., 2000; Leboeuf et al., 2003; Paulenz et al., 2005). However, the stability of good quality 
semen during liquid storage remains crucial in order to provide a greater flexibility between 
the AI center and farms where insemination of does needs to be performed. 
An earlier study of our group showed that the quality of Beni Arouss buck semen is 
influenced by the season of the year (El Kadili et al., 2019). The influence of liquid storage 
(Benmoula et al., 2017) and cryopreservation (D’Alessandro and Martemucci, 2003; Wang et 
al., 2015; Gallego-Calvo et al., 2015) on semen quality has been shown to vary in function of 
seasons. To our knowledge, there are no studies investigating the influence of season on liquid 
storage of North Moroccan buck sperm. Therefore, the present study aims to evaluate the effect 
of storage at 16°C and of season on the quality of North Moroccan buck semen. 
2. Material and methods 
2.1. Animal management and semen collection 
The study was conducted from March 2015 to February 2016 at the experimental station 
of INRA, Regional Center of Tangier, located at the North of Morocco (35°44’N, 5°54’ O). 
Seven sexually mature Beni Arouss bucks aged between 5 and 8 years were investigated during 
one year. They underwent the same management and were maintained indoors in individual 
pens and under natural photoperiod with uniform feeding. Diet consisted of oat hay and 
concentrate feed mixture distributed according to the recommended requirements of INRA 
(1988).  Water was available ad libitum.  





Semen was collected monthly by use of an artificial vagina over a 12-months period and 
stored for 24 hours at 16°C during the four seasons of the year: spring (from 21 March to 21 
June), summer (from 22 June to 21 September), autumn (from 22 September to 21 December) 
and winter (from 22 December to 22 March). At each collection, only the first ejaculate from 
each buck was evaluated and stored.  
2.2. Semen quality assessment and processing 
Immediately after collection, semen was immersed into a water bath at 37ºC. A predilution 
(v:v) using a pre-warmed lipid-free synthetic extender elaborated at laboratory level (pH = 7.2 
and osmotic pressure = 320 mOsm/Kg) was performed to preserve spermatozoa. Sperm 
concentration was determined by manual counting with a Bürker haemocytometer. The semen 
sample was further extended to reach a final concentration of 800 × 106 spermatozoa per ml. 
Given that semen concentration changed between animals and collections, the volume of 
extender needed varied to a certain extent (around 20%, which can be considered as negligible 
with regard to semen quality (Hayden et al, 2015)). 
After evaluating semen quality at dilution (time 0), each semen sample was divided in 
three vials (for T4, T8 and T24) and was progressively cooled to 16°C by placing a 37°C-warm 
water bath containing the vials in a refrigerator. As soon as the temperature of 16°C was 
reached, the vials were kept at 16ºC. Sperm motility, viability and normal morphology were 
determined after 4, 8 and 24 hours of storage. At each time point, one sample per buck was 
heated to 37°C by use of a heated water bath. The semen analyses were performed within 15 
minutes and the analysed samples were discarded. 
2.2.1. Sperm motility 
A computer assisted sperm analysis (CASA) system (ISAS, Proiser R+D SL, Spain) was 
used to assess sperm motility parameters. The images were taken from 3 µl of extended semen 
aliquots at 30 × 106 spermatozoa/ml, which were placed on a pre-warmed chamber slide 
(SpermTrack 20, Proiser R+D SL, Spain). At least 200 spermatozoa from six different fields 
were analyzed in each sample using a negative phase-contrast microscope at 10× 
magnification. Total motility (TM, %), progressive motility (PM, %), rapidly progressive 
motile spermatozoa (rapid spermatozoa RAPID, %), velocity according to the actual path 
(curvilinear velocity VCL, µm/s), velocity according to the straight path (straight line velocity 
VSL, µm/s) and velocity according to the smoothed path (average path velocity VAP, µm/s) 
were determined at each time point.  
2.2.2. Sperm viability 
The viability of sperm was determined using the eosin-nigrosin (Minitube, Germany) 
staining according to the method described by Evans and Maxwell (1987). Smears were 
prepared by mixing 5 µl of eosin (2% solution), 5 µl of nigrosin (4% solution) and 5 µl of 
diluted semen (concentration of 800 × 106 spermatozoa/ml) on a warm slide, allowed to react 
for 30 s and immediately spread with another slide. A total of 200 cells from different 
microscopic fields were evaluated under a bright-field microscope (60×). Spermatozoa 
showing partially or completely colored heads were considered as dead and only strict 
unstained spermatozoa were considered as alive.  





2.2.3. Sperm morphology 
Sperm morphology was evaluated using the Diff-Quik staining Kit (Microptic Automatic 
diagnostic system, Barcelona, Spain). Slides were prepared by smearing 3 µl of semen sample, 
from the final dilution of 800 × 106 spermatozoa/ml. Smears were air-dried for 10 min on a 
heating plate and fixed for 15 s in Diff-Quik fixative solution. Afterwards, they were stained 
with Diff-Quik solution I for 10 s and then with solution II for 10 s. Once stained, the slides 
were rinsed with distilled water, air dried on a heating plate and permanently sealed with Eukitt 
quick hardening mounting medium (Sigma-Aldrich, Quimica SA., Spain) and a coverslip. 
Using the morphometric module of ISAS system, stained slides were examined under UB203i 
microscopy, at 60× bright-field objective. One hundred spermatozoa per sample were 
randomly and manually examined using this software function to determine the percentage of 
spermatozoa without abnormalities. 
2.3. Statistical analysis 
Data analysis was performed using PROC MIXED of SAS 9.0 software (SAS Inst. Inc., 
Cary, NC, USA). Mean values and standard deviations were analyzed in function of the season 
of the year (spring, summer, autumn and winter) and storage duration (T0, T4, T8 and T24 h). 
Changes in semen quality parameters after 24 hours were further calculated for each buck as 
percentage of T0 values (considered as 100%). An ANOVA model for repeated measures was 
used for each parameter of sperm quality. Prior to analysis, variables expressed as percentages 
were transformed to arcsine. The statistical model included the fixed effects of season and 
storage duration. The buck’s identity was treated as a repeated effect. The first order 
autoregressive covariance structure was selected, based on Schwarz Bayesian criterion (Littell 
et al., 1998). Least squares mean for seasons was compared using PDIFF option. Data were 
expressed as mean ± SD and the level of significance was set at P < 0.05. 
3. Results 
The results of semen motility, viability and normal morphology at T0, T4, T8 and T24 and 
at each season are presented in Fig. 1, Fig. 2, Fig. 3, and Fig. 4. Relative changes between T0 
and T24 per season are shown in Table 1. Significant effects of storage duration as well as of 
seasons were found for most variables and are presented below.  
As analysed and discussed elsewhere in detail (El Kadili et al., 2019), the season did not 
significantly affect rapidly progressive motile spermatozoa in fresh and uncooled semen (T0) 
(P > 0.05). The highest velocity results were recorded during summer and autumn (P < 0.05), 
whereas the lowest progressive motility was recorded during winter (P < 0.05). The rate of 
living spermatozoa was maximum in spring and summer and lowest in winter (P < 0.05). The 
highest semen concentration and percentage of normal sperm were recorded during summer 
followed by autumn while the lowest counts were observed during winter and spring (P < 0.05). 
After 24h of storage, all parameters of motility, viability and morphology remained at their 
highest level in summer (P < 0.05), the quality loss being lowest during this season. While the 
best values of motility at T0 were recorded in autumn, the most important quality loss during 
storage was also recorded at this time point (Table 1). 





Table 1. Motility, viability and morphology loss (in %) of Beni Arouss buck semen after 24 
hours of storage at 16ºC.  
Traits Season 
Spring Summer Autumn Winter 
Total motility 32.6±7a 21.1±5b 41.7±4a 33.3±8a 
Progressive motility 30.7±9ab 21.4±5b 38.6±4a 32.3±9ab 
Rapid 39.4±9ab 28.8±6b 45.8±6a 41.2±9a 
VCL 21.6±9b 22.4±6ab 33.4±7a 21.7±5b 
VSL* 3.6±11 10.5±6 12.5±10 5.5±9 
VAP 13.5±11 18.5±7 27.5±8 17.3±7 
Viability 33±3a 19.2±4b 28.4±3a 27.9±4a 
Normal morphology 32.8±9 28.8±2 31.8±3 37.4±5 
Data are means ± SD. Means with different superscript letters in the same row are significantly different 
(P < 0.05). * Variations of VSL by season and storage time appear as inconsistent and have not been 
analysed statistically. 
More precisely, total and progressive motility as well as the percentage of rapid 
spermatozoa underwent a significant reduction over time during all seasons. Interestingly, T0 
values of motility tended to be highest in autumn but underwent the most important storage-
related loss during this season, whereas the reduction was lowest in summer (Fig. 1 and Table 
1). Regarding variables characterizing spermatozoa speed, a slight, but significant storage 
effect was recorded for VCL at each time point and for VAP after 24 hours. As observed for 
motility variables, the less important speed changes were recorded in summer despite that T0 
values tended to be highest in autumn (Fig. 2). Semen viability also underwent a time-related 
significant decrease at each season, but as for the preceding variables, storage had its lowest 
impact during summer (Fig. 3, Table 2). Finally, storage-related changes of morphology 
occurred, as well as a significant decrease of normal spermatozoa. The impact of season was 
significant: lowest changes were recorded during summer, whereas the highest changes were 
recorded during winter (Fig. 4).  






Fig. 1.  Mean (±SD) of Beni Arouss bucks’ sperm total motility (A), progressive motility (B) 
and rapidly progressive motile spermatozoa (C) after 0, 4, 8 and 24 hours of storage at 16°C 
and during the four seasons of the year. A, B, C, D: different capital letters indicate a significant 
effect of storage duration within the same season (P < 0.05). a, b, c different lower-case letters 
indicate a significant effect of season at a same storage duration (P < 0.05).  






Fig. 2.  Mean (±SD) of Beni Arouss bucks’ sperm velocities: curvilinear velocity (A), straight 
line velocity (B) and (C) average path velocity after 0, 4, 8 and 24 hours of storage at 16°C and 
during the four seasons of the year. A, B, C, D: different capital letters indicate a significant 
effect of storage duration within the same season (P < 0.05). a, b, c different lower-case letters 
indicate a significant effect of season at a same storage duration (P < 0.05).  
 
Fig. 3.  Mean (±SD) of Beni Arouss bucks’ sperm viability after 0, 4, 8 and 24 hours of storage 
at 16°C and during the four seasons of the year. A, B, C, D: different capital letters indicate a 
significant effect of storage duration within the same season (P < 0.05). a, b, c different lower-
case letters indicate a significant effect of season at a same storage duration (P < 0.05).  






Fig. 4.  Mean (±SD) of Beni Arouss bucks’ sperm normal morphology after 0, 4, 8 and 24 
hours of storage at 16°C and during the four seasons of the year. A, B, C, D: different capital 
letters indicate a significant effect of storage duration within the same season (P < 0.05). a, b, 
c different lower-case letters indicate a significant effect of season at a same storage duration 
(P < 0.05).  
        By considering the amplitude of time-related changes of most recorded variables, 
progressive and significant differences recorded between T0 and T4, T4 and T8 and T8 and 
T24 suggested that semen quality loss occurred progressively and increased gradually over 
time.  
4. Discussion 
This study is the first to describe storage- and season-related quality change of Beni 
Arouss bucks’ semen kept during 24 hours at 16°C in a synthetic extender. Sperm motility 
evaluation was performed by CASA, the system approved for reproducible and accurate 
assessment of sperm motility parameters (Mortimer, 2000; Verstegen et al., 2002). Several 
studies demonstrated that motility and velocity parameters generated by CASA can be of use 
to predict fertility (Farrell et al., 1998; Amann et al., 2000; Kathiravan et al., 2008; Del Olmo 
et al., 2013). In this context, significant positive correlations between different velocity 
parameters like VCL, VSL and VAP and percentage of fertilization have been reported. Indeed, 
sperm with decreasing motility parameters seems to undergo a gradual loss of energy needed 
to produce an adequate straight and progressive movement that is required for fertilization 
(Fernandez-Santos et al., 2011).   
As described elsewhere, an influence of season on Beni Arouss bucks’ libido, and semen 
characteristics has been evidenced (El Kadili et al., 2019). Briefly, this previous investigation 
shows that Beni Arouss bucks’ reproduction capacity is maximal in autumn, which corresponds 
to the natural reproduction period of this breed (Chentouf et al., 2014). The present study 
focusses on the impact of storage of fresh semen in function of the season. Results of semen 
preservation at 16°C in a synthetic extender during 24 h indicate that the semen quality dropped 
progressively between 0 and 24 hours of storage. These observations are in line with previous 
studies showing that during conservation at 16°C, all variables evaluating motility, viability 
and normal morphology undergo a significant decrease, regardless of the extender in use, 
dilution rate, temperature and storage conditions (Upreti et al., 1997; Salamon and Maxwell, 





2000; O'Hara et al., 2010). This storage-related quality loss was further subjected to seasonal 
changes. Although the available literature describing seasonal changes of semen quality 
focusses mainly on thawed semen, it appears that components of seminal plasma and/or of the 
extender also impact on conservation ability (Tuli and Holtz, 1995; D’Alessandro and 
Martemucci, 2003, 2005; Gallego-Calvo et al., 2015).  
In the present study, all parameters of sperm quality except velocities remained after 24 
hours of storage at a higher level in summer: quality loss due to storage at 16°C ranged from 
19 to 29 %, whereas it ranged from 28 to 46 % in autumn. Considering these results, it can be 
hypothesized that capacity of spermatozoa to withstand liquid storage was only partially 
dependent on the quality of semen before storage, but that seasonal changes of seminal 
components might impact on quality during storage.  
Seminal plasma is a mixture of cauda-epididymis and various male accessory glands 
secretions discharged during ejaculation (Bromfield, 2016). Described as a nutritive and 
protective medium for suspended sperm cells, the seminal plasma ensures significant roles for 
sperm metabolism, sperm function and survival, as well as for the control of sperm motility 
and freezing ability (Gundogan, 2006; Nasrin and Calogero, 2012). Perez-Pe et al. (2001) and 
Barrios et al. (2005) reported that binder of sperm proteins (BSP) with apparent molecular 
weight above 3 kDa and especially proteins P14 (phosphoprotein) and P20 (glycoprotein) from 
seminal plasma can prevent or reverse membrane damage induced by cold shock in ram semen, 
thereby revealing the essential role of seminal plasma in stabilisation of the sperm membrane. 
Considering the increase of reproductive activity in Beni Arouss bucks in summer after the 
seasonal anoestrus known in does (Chentouf et al., 2011), concentrations of seminal plasma 
proteins would be expected to increase and therefore the capacity of non-washed sperm to 
withstand liquid storage could be improved. It remains however unclear why this potential 
protective effect would not persist in autumn, during the physiological reproduction period of 
this breed. Given that protective (Bergeron et al., 2005; Villemure et al., 2003; Menard et al., 
2003; Sanz et al., 1993) as well as deleterious effects (Manjunath et al. 2007) of BSPs have 
been reported in several species, their role on cooled bucks’ semen remains to be established.   
 Moreover, during semen storage, changes in sperm metabolic performance are 
observed. During liquid storage, spermatozoa lose their ability to generate ATP through 
mitochondrial respiration due to mitochondrial ageing (Fraser et al., 2003). A decrease of 
mitochondrial activity and loss of ATP during liquid storage is known to have detrimental 
effects on sperm motility (Fraser et al., 2002). Moreover, the susceptibility of mitochondria to 
oxidative damage during storage seems to be increased. Spermatozoa are protected from 
oxidative stress by antioxidants enzymes, mainly by superoxide dismutase (SOD), catalase 
(CAT) and glutathione peroxidase (GPx) (Marti et al., 2007; Sikka, 2002). Thus, the enzyme 
levels of seminal plasma are very important for sperm metabolism as well as sperm function 
(Brooks, 1990). Antioxidants are further involved in prevention of cold shock (Marti et al., 
2007) and seasonal changes of the antioxidant capacity of seminal plasma are reported in wild 
boars (Koziorowska et al., 2011). The relation between metabolic activity of semen, associated 
antioxidant consumption and sperm quality remains however unclear. In goats, there are no 
studies investigating the effect of season on antioxidants enzymes and the association of these 
enzymes with seminal traits of fresh and cooled semen. It can only be hypothesized that the 
reduced resistance of autumn-collected semen to liquid storage at 16ºC may be related to and 





enhanced by an increased consumption of antioxidant enzymes in spermatozoa displaying a 
maximal metabolic activity.   
Lastly, the goat semen presents characteristics that differentiates it from other species, the 
most important is the presence of lipases secreted by the accessory bulbourethral gland. These 
enzymes also called EYCE and BUSgp60 are responsible for the reduction of motility and 
viability of semen cooled or frozen in extenders containing egg yolk or milk (Corteel, 1981; 
Pellicer-Rubio and Combarnous, 1998; Leboeuf et al., 2000; Leboeuf et al., 2003). EYCE that 
has a phospholipase A1 activity hydrolyzes egg yolk lecithin into fatty acids and lysolecithin 
(Iritani and Nishkawa, 1963) and BUSgp60 hydrolyzes triglycerides in skimmed milk into fatty 
acids (acid oleic) (Pellicer-Rubio et al, 1997). These hydrolyses make the sperm membranes 
more fusogenic thereby inducing the acrosome reaction and chromatin condensation, which is 
toxic to sperm (Sawyer and Bown, 1995; Urepti et al., 1999). Therefore, the removal of seminal 
plasma by semen washing is recommended, especially during the non-breeding season when 
the negative impact of seminal plasma seems maximal (increase of lipase release by the 
bulbourethral glands) (Ritar and Salamon, 1991; Jimenez-Rabadan et al., 2012). In the current 
study, the activity of lipases was not expected to exert any negative effect on the quality of 
extended buck sperm without seminal removal because a lipid-free extender was used.  
A last interesting point is the expected fertilisation capacity of Beni Arouss semen stored 
at 16°C. In terms of semen quality, after 24 hours of storage our results are similar to those 
recorded in rams by Ohara et al. (2010). The authors further assessed the gestation rate obtained 
after cervical IA with fresh semen and semen stored during 24 hours at 5°C in ewes and 
reported respectively 63% and 54%. Even it is indispensable to perform IA tests in Beni Arouss 
goats, the present results suggest that semen stored at 16°C during 24 hours is useable for IA. 
5. Conclusion 
In conclusion, the present study showed that the season significantly affects the characteristics 
of Beni Arouss buck unwashed semen stored at 16°C. The lowest quality loss after 4, 8 and 24 
hours of storage was recorded during summer, whereas the highest quality loss occurred during 
autumn. Although untested in the present investigation, it might be expected that semen of Beni 
Arouss bucks leads to satisfying fertility when used within 24 hours of storage at 16°C.  
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Présentation de l’étude  
Les études 1 et 2 réalisées sur les boucs de la race Beni Arouss suggèrent que la 
reproduction naturelle ainsi que l’insémination avec de la semence fraîche ou conservée à 16°C 
pendant un maximum de 24 heures sont prometteuses. Dès lors, il est important de disposer 
d’un protocole optimal d’induction et de synchronisation de l’œstrus et de l’ovulation chez la 
chèvre Beni Arouss. L’objectif de cette 3ème étude était d’évaluer l'efficacité de huit 
combinaisons d'acétate de fluorogestone (FGA, 20 ou 40 mg comme éponge vaginale insérée 
pendant 11 jours), de gonadotrophine chorionique équine (eCG, 300 ou 500 UI injectée 48 
heures avant le retrait d’éponge) et de PGF2alpha (cloprosténol, 0 ou 50 µg injectée 48h avant 
le retrait d’éponge) pour l'induction et la synchronisation d'œstrus et d'ovulation chez la chèvre 
Beni Arouss en anœstrus saisonnier (printemps, n=64) et en saison sexuelle (automne, n=58). 
Entre 12 et 60 h après le retrait des éponges, les chèvres ont été exposées aux boucs équipés de 
tabliers marqueurs (1bouc/groupe) pour la détection des chaleurs. Des prélèvements sanguins 
permettant de déterminer le moment du pic pré-ovulatoire de LH et l'augmentation de la 
progestérone en tant que signe d'un corps jaune actif ont été effectués respectivement entre 20 
et 60 heures et 3, 5, 8 et 15 jours après le retrait de l’éponge. D’après les résultats, aucun effet 
de la saison (printemps par rapport à l’automne) sur la réponse œstrale (95% contre 93%, p> 
0,05), le pic pré-ovulatoire de LH (94% contre 84%, p> 0,05) et la réponse lutéale après 3 à 8 
j et après 11 à 15 j après fin de traitement (respectivement 92% contre 66% et 92% contre 98% 
; p> 0,05) n’a été enregistré. L’induction d’œstrus (21 13-53 vs 32 12-54 heures ; P < 0,05) 
et du pic pré-ovulatoire de LH (26 20-60 vs 38 22-60 heures ; P < 0,05) a été plus tardive 
en automne qu’au printemps. En automne, l’utilisation d’éponges imprégnées de 40 mg de 
fluorogestone a retardé significativement plus la réponse œstrale (36 16-54 vs 23 12-47 
heures ; P < 0,05) et le pic pré-ovulatoire de LH (44 26-58 vs 33 22-60 heures ; P < 0,05) 
par rapport à l’utilisation de 2mg de flurogestone. Des différences significatives en fonction du 
traitement ont été enregistrées pour le délai de pic de LH (au plus tôt pour 20 mg de FGA, 300 
UI d'eCG, 50 µg de PGF2alpha) et l’induction de la phase lutéale (au plus tard pour 40 mg de 
FGA, 300 UI d'eCG, 50 µg de PGF2alpha). 
En conclusion, l’ensemble des traitements hormonaux appliqués ont été efficaces pour induire 
et synchroniser l’œstrus et l’ovulation en période d’anœstrus et en saison sexuelle chez la 
chèvre Beni Arouss. La saison a influencé significativement l’induction d’œstrus et du pic pré-
ovulatoire de LH et l’utilisation des éponges imprégnées de 40 mg a retardé significativement 
la réponse ovarienne en saison sexuelle. Le protocole consistant en une application de 20 mg 
de FGA associée à 300 UI d’eCG et de 50 µg de PGF2alpha semble être le plus adéquat étant 
donné qu’il fait preuve d’une efficacité élevée en contre-saison et en saison de reproduction 
tout en réduisant les doses utilisées des différentes hormones.  
  






The efficacy of eight combinations of fluorogestone acetate (FGA, 20 or 40 mg as intravaginal 
device during 11 days), equine chorionic gonadotropin (eCG, 300 or 500 UI injected 48 hours 
before FGA removal) and prostaglandin F2α (cloprostenol, 0 or 50 g injected 48h before FGA 
removal) aiming at induction and synchronization of oestrus and ovulation was evaluated 
during the anoestrus season in spring and during the breeding season in autumn in adult Beni 
Arouss goats. Oestrus behaviour was recorded between 12 and 60 hours after FGA removal. 
Blood samplings allowing to assess onset of the preovulatory LH surge and increase of 
progesterone as sign of an active corpus luteum were performed respectively between 20 and 
60 hours and 3, 5, 8 and 15 days after FGA removal. No season-related differences (spring 
versus autumn) were observed for oestrus response (95 versus 93%), preovulatory LH surge 
(94 versus 84%) and luteal response after 3 to 8 and 11 to 15 days post-treatment (respectively 
92 versus 66 % and 92 versus 98%). The onset of oestrus (21 13-53 versus 32 12-54 hours) 
and LH surge (26 20-60 versus 38 22-60 hours) occurred significantly later in autumn. FGA 
(40 versus 20 mg) in autumn significantly delayed the onset of oestrus (36 16-54 versus 23 
12-47 hours) and LH surge (44 26-58 versus 33 22-60 hours). Significant treatment-
related differences were recorded for onset of LH surge (earliest for 20 mg FGA, 300 IU eCG, 
50 g PGF2α) and onset of luteal phase (latest for 40 mg FGA, 300 IU eCG, 50 g PGF2α).  
In conclusion, the hormone combinations tested appeared equally effective in terms of oestrus 
and ovulation rates. Season has influenced significantly the onset of oestrus and LH surge and 
the high dose regimen of FGA delayed the ovarian response in autumn. 
 
Keywords: Hormonal treatment; goat; anoestrus; breeding season; oestrus; LH surge. 






In the Northern of Morocco, goat farming despite its low productivity contributes at 70% 
to rural population incomes (Chentouf et al., 2011) and therefore plays an important socio-
economic role. To improve livestock farms productivity and hence goat producers’ income, a 
genetic improvement program of local goats is highly needed.  
Beni Arouss is an indigenous North Moroccan goat breed, recently recognized by 
Moroccan Ministry of Agriculture (official Journal of Kingdom of Morocco; No. 6430; 
01/2016) whose name was derived from the geographical location. This breed is characterized 
by a good milk production performance (El Otmani et al., 2014) and an excellent adaptation to 
local conditions and resistance to pests and diseases. Presently, this breed is under a breeding 
program aiming to preserve and improve its production potential. Artificial insemination is 
critical to support this program by accelerating the identification of superior bucks at younger 
age and dissemination of the genetic progress. 
The seasonality of reproduction in Beni Arouss goats impacts negatively on productivity 
and consequently on the management of animal products availability (Chentouf et al., 2011). 
The breeding season begins approximately in July and peaks from September to December. A 
seasonal anoestrus was recorded from April to June (Chentouf et al., 2011). In order to control 
reproduction and to accompany the goat breeding program in this region, the development of 
hormonal protocols to induce and synchronize oestrus during anoestrus season but also during 
the breeding season is necessary. Indeed, no protocol adapted to the local goat breeds is 
available. 
The routine protocol used for induction and / or synchronization of oestrus in goats is 11 
days of treatment with intravaginal progesterone sponges impregnated with fluorogestone 
acetate (FGA) and intramuscular injection of equine chorionic gonadotropin (eCG) and 
prostaglandin (PGF2α) or its analogues 48 hours prior to sponge removal (Baril et al., 1992; 
Freitas et al., 1996a,b; Freitas et al., 1997; Leboeuf et al., 2000; Leboeuf et al., 2003). This 
protocol is effective during both seasons. Two doses of FGA that are commonly used for 
synchronization and/or induction of oestrus in goats are 20 and 40 mg of FGA. In their study, 
Leboeuf et al. (2003) found that both dose regimens are equally effective for the induction of 
oestrus, ovulation and fertility, leading to the use of the lowest dose. Beni Arouss goat has a 
little size with an average adult body weight of 37.5 kg (Hilal et al., 2013) and an average milk 
production of 0.5 kg per day (El Otmani et al., 2013). Depending on milk production and 
season, Leboeuf et al. (2000) recommended for French breeds a dose of eCG varying from 400 
to 600 IU in combination with 50 µg of cloprostenol. Up to now, the most appropriate treatment 
combination for Beni Arouss goats is still unknown. 
The objective of this study was to compare eight treatment combinations of FGA, eCG 
and PGF2α used in spring and autumn in Beni Arouss goats. Prevalence and time point of onset 
of oestrus behaviour, preovulatory LH (luteinising hormone) surge and luteal phase after 
treatment were used as parameters to compare treatments efficiency.  
 
 





Material and methods 
Animals and management  
The study was carried out at the experimental station of INRA, Regional Center of 
Tangier, located at the North of Morocco (latitude 35°44’N, longitude 5°54’ O), during the 
period of anoestrus (spring) and during the breeding season (autumn).  
In both studies, the goats were maintained in a semi-intensive system under natural 
photoperiod. Oat hay and concentrate feed mixture were distributed once a day according to 
the maintenance requirements (INRA, 1988) with water and mineral salt available ad libitum. 
All animal procedures were approved by the Animal Ethics Committee at INRA. 
Study design and treatments 
This first part of the study was conducted during the month of April, characterized as 
anoestrus season in Beni Arouss goat (Chentouf et al., 2011). The second part of the study was 
performed during November of the same year. The study design as depicted in Figure 1 was 
used at both time points and the number of goats enrolled for each hormonal treatment 
combination is shown in Table 1. A total of 64 (in spring) and 58 (in autumn) non-lactating 
adult Beni Arouss goats were randomly assigned to eight treatments according to their age (5.0 
± 1.0 years) and body weight (30.0 ± 4.1 kg). Treatment combinations were based on dose of 
FGA (40 and 20 mg applied as vaginal sponge during 11 days; Chronogest LC®, Intervet, 
France ), eCG dose (300 or 500 IU administered intramuscularly 48 hours before FGA sponge 
removal; Synchro-part, Ceva, Morocco) and use or non-use of PGF2α (0 or 50 g administered 


















Table 1. Beni Arouss goat group size for each oestrus induction/synchronization treatment. 





0 µg 8 
50 µg 8 
500 IU 
0 µg 8 
50 µg 8 
20 mg 
300 IU 
0 µg 8 
50 µg 8 
500 IU 
0 µg 8 





0 µg 7 
50 µg 7 
500 IU 
0 µg 7 
50 µg 8 
20 mg 
300 IU 
0 µg 7 
50 µg 7 
500 IU 
0 µg 7 
50 µg 8 
FGA, fluorogestone acetate; eCG, equine chorionic gonadotropin; PGF2α, prostaglandin F2α. 
 
Blood samples and progesterone assays 
Blood samples were collected from all goats via the jugular vein using 9 ml heparinized 
vacutainer tubes. To establish the reproductive status of goats, blood samples were collected 7 
days before sponge insertion, the day of sponge insertion and 3, 8, 11 and 15 days after sponge 
removal. Plasma was separated by centrifugation at 800 g for 20 min, transferred into 1.5 ml 
microcentrifuge tubes and stored at −20°C until analysis. Progesterone (P4) concentrations 
were measured in duplicate using a commercial ELISA kit (Human DS-EIA-Steroid-
Progesterone, DSI, Italy). The intra- and inter-assay coefficients of variation were 3 % and 
9.4% respectively. Goats were in luteal phase when their plasma progesterone concentration 
was higher than 2 ng/ml at two successive blood samplings. They were in anoestrus if the 
samples performed at -7 and 0 days before FGA treatment revealed progesterone 
concentrations below 2 ng/ml.  
Oestrus detection  
In both seasons and in each group, the occurrence of behavioural oestrus signs was 
monitored between 12 and 60 hours after FGA sponge removal by using one buck per treatment 
group equipped with a plastic apron and a colour harness. Animals were observed by two same 
investigators at 2 hours intervals. The goats were in oestrus only if they stood while be mounted 
by the bucks and displayed colour marks left by the bucks’ harness. 





Preovulatory LH surge 
Blood samples were collected by jugular venipuncture every 2h from 20 to 60h after 
sponge removal. Plasma was separated by centrifugation (800 g for 20 min) and stored at -
20°C until use. LH concentrations were determined in duplicate samples using a commercial 
ELISA kit (LH Detect, Repropharm, INRA, France). The intra- and inter-assay coefficients of 
variation were 4.3 and 4.4%, respectively. Onset of preovulatory LH surge was determined as 
the time of the maximum LH concentration with at least a fivefold amount of the basal LH 
concentration.  
Statistical analysis 
Based on plasma progesterone analysis performed on samples collected prior to 
hormonal treatment (-7 and 0 days before FGA treatment), goats displaying ovarian activity 
in spring (n=1) and goats displaying absence of ovarian activity in autumn (n=14) were 
excluded from the dataset. The number and proportion of animals within each season and 
each treatment group displaying signs of oestrus, a preovulatory LH surge and onset of a 
luteal phase after 3 to 8 and after 11 to 15 days after FGA sponge removal were calculated. 
The interval between FGA sponge removal and onset of oestrus and LH surge was recorded 
for each animal and expressed as medians with their minimum and maximum in function of 
season and dose regimens.  
Descriptive statistics for all the data were calculated. The Shapiro-Wilk test was used to 
verify the data normality. Non-normal quantitative data were analyzed by means of the 
Kruskal-Wallis variance analysis with season or treatment as main effects. Medians are 
compared by Wilcoxon sum rank test. Frequency data were assessed by the Fisher's exact 
test.  
For all tests, the R statistical software (version 3.5.1) was used. The level of significance 
was set at P < 0.05. 
Results 
Results of season- and treatment-related differences for oestrus response, preovulatory LH 
surge and onset of luteal phase are shown in Table 2. No season-related differences (spring 
versus autumn) were recorded for oestrus response (95% versus 93%, P > 0.05), preovulatory 
LH surge (94% versus 84%, P > 0.05) and luteal response after 3 to 8 and after 11 to 15 days 
after treatment (respectively 92% versus 66 % and 92 % versus 98%; P > 0.05). Treatment-
related differences were observed in autumn during the breeding season where the percentage 
of goats displaying a luteal phase within 3 to 8 days after sponge removal was significantly 
reduced after the 40 mg FGA, 300 IU eCG and 50 μg PGF2α treatment as compared with 20 
mg FGA and 300 or 500 IU eCG treatment (P < 0.05). All treatments including the 40 mg FGA 
dose regimen used in autumn tended to a delayed onset of the luteal phase. Although non-
significant, absence of PGF2α treatment in autumn further tended to decrease the rate of LH 
surges occurring within 60h after FGA sponge removal (Table 2).  
 





Table 2.  Treatment effect on oestrus induction, preovulatory LH surge and onset of luteal 
phase within 8 and 15 days post FGA removal. Data are shown as absolute numbers and 
proportions of responding goats. 
FGA, fluorogestone acetate; eCG, equine chorionic gonadotropin; PGF2α, prostaglandin F2α. Data of a 
same column with different superscripts significantly differ (P < 0.05). 
Figure 2A and 2B show the onset of oestrus and LH surge in spring and autumn and in 
function of each treatment regimen. Oestrus occurred significantly later in autumn than in 
spring (32 12-54 versus 21 hours 13-53 ; P < 0.05), as well as LH surge (38 22-60 versus 
26 20-60 hours; P < 0.05). FGA doses of 40 mg (versus 20 mg) used in autumn significantly 
delayed the onset of oestrus (36 16-54 versus 23 12-47 hours; P < 0.05) and LH surge (44 
26-58 versus 33 22-60 hours; P < 0.05). A significant treatment-related difference was 
recorded for onset of LH surge (earliest for 20 mg FGA, 300 IU eCG, 50 g PGF2α) and onset 
of luteal phase (latest for 40 mg FGA, 300 IU eCG, 50 g PGF2α).  
 
 
Season FGA  eCG PGF2α 
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0 µg 8 100% 100% 100% 100% 
50 µg 8 100% 100% 100% 100% 
500 IU 
0 µg 8 88% 88% 100% 100% 




0 µg 8 100% 100% 88% 88% 
50 µg 8 88% 88% 88% 88% 
500 IU 
0 µg 8 100% 100% 100% 100% 






0 µg 5 80% 60% 40% ab 80% 
50 µg 5 100% 100% 20% b 100% 
500 IU 
0 µg 6 83% 67% 50% ab 100% 




0 µg 6 100% 83% 100% a 100% 
50 µg 5 100% 100% 80% ab 100% 
500 IU 
0 µg 6 83% 67% 100% a 100% 
50 µg 6 100% 100% 83% ab 100% 






Fig. 2. Onset of oestrus (A) in spring and autumn and time point of LH surge recorded in 
spring and autumn (B) in Beni Arouss goats after treatment combinations of FGA, eCG and 
PGF2α. Results are expressed in hours (median with minim and maximum) in function of 
treatment combination. * indicates a significant season-related difference (P < 0.05). $ 
indicates a FGA dose-related difference (P < 0.05). Box plots with different letters indicate 
significant treatment-related differences within a same season (P < 0.05).  
Discussion  
In small ruminants, oestrus induction and/or synchronization protocols are used for genetic 
improvement and to manage reproductive activity over the year. Beside the efficiency in terms 
of ovulation rate, the variability of the time points of onset of oestrus, LH surge and 
development of corpus luteum are important parameters for AI protocols. Indeed, the ideal time 
point for single or repeated IA is predetermined without a need for oestrus detection (Leboeuf 
et al., 2000; Menchaca et Rubianes, 2004). 
The present study comes up with original results allowing to characterise (1) the induction 
rates of oestrus, LH surge and corpus luteum and (2) the variability of onset of oestrus, LH 
surge and corpus luteum in function of the season (spring versus autumn) after eight FGA-
eCG-PGF2α treatment combinations in Beni Arouss goats. Before discussing the major findings 
of this study, some drawbacks need to be addressed: as several goats did not respond to the 
inclusion criteria of seasonal anoestrus in spring (ie absence of luteal phase prior FGA 
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sizes decreased, thereby reducing somewhat the statistical power. Another point concerns the 
animals used during spring and autumn: around 60% of the goats were used at both occasions, 
whereas others had been replaced by new animals. Consequently, a pairwise evaluation of 
treatment efficiency could not be performed. 
The eight treatments used in this study were found equally effective in inducing oestrus in 
Beni Arouss goats during the anoestrus and the breeding season. Within 60 hours after sponge 
removal, there were no significant differences between treatment groups in terms of oestrus 
response (Table 2). During anoestrus and the breeding season, a high oestrus rate was observed 
following sponge removal (95% and 93%, respectively). This was within the range of 82 to 
100% reported in studies using treatments with FGA or MAP intravaginal sponges maintained 
for 9, 11 or 14 days plus an intramuscular injection of eCG and PGF 48, 24 or 0 h prior to 
sponge withdrawal (Freitas et al., 1996b; Leboeuf et al., 2003; Amarantidis et al., 2004; Dogan 
et al., 2004; Dogan et al., 2005; Fonseca and Torres, 2005; Modu-Bukar et al., 2012; Omontese  
et al., 2013; Pietroski et al., 2013; Dogan et al., 2016), or only using intravaginal sponges with 
eCG (Montlomelo et al., 2002; Amarantidis et al., 2004; Blaszczyk et al., 2004; Lohloenya et 
al., 2005). During anoestrus, the overall oestrus response reported in our study was higher than 
what is reported when this protocol was applied to synchronize oestrus in the North African 
Maure goat in Tunisia (75%) (Rekik et al., 2014).  
During anoestrus, there is no significant differences in onset of oestrus between groups. 
The oestrus response occurred between 13 and 53 hours after sponge removal (median value: 
21 hours), with the highest percentage of females in oestrus observed between 13 and 44 hours 
(97%). The results of our trial showed a poor agreement with previous findings of Zarazaga et 
al. (2014), where the onset of oestrus occurred after 24 ± 0.4 h. Leboeuf et al. (2003) reported 
that the oestrus occurred between 18 and 30 h after using sponge impregnated with 20 or 40 
mg FGA combined to 500 IU of eCG and 50 µg of cloprostenol. However, a similar range of 
oestrus onset (20 to 44 hours) was reported by Freitas et al. (1996b) using sponges impregnated 
with 40 mg FGA combined to 500 IU of eCG and 50 µg of cloprostenol. Variations in oestrus 
response as observed in this study compared to previous reports could be due to differences in 
breed, location, nutrition, age, parity and management (Wildeus, 2000; Whitley and Jackson, 
2004; Simões et al., 2008). It can be hypothesized that seasonal anoestrus is less pronounced 
in does kept under optimal feeding and housing conditions than under field conditions.  
The results of onset of oestrus recorded during the breeding season showed no significant 
differences between treatment groups and are in line with previous studies reporting onset of 
oestrus between 18 and 60 hours (Dogan et al. 2016), 18 and 66 hours (Dogan et al. 2005), 18 
to 30 hours (Leboeuf et al, 2003) and around 29.4  (±1.4) hours (Zarazaga et al. 2014). 
However, a FGA dose effect was found: onset of oestrus was significantly delayed when 
treatment combinations including 40 mg of FGA were used (Figure 2A). Similar results were 
reported by other authors (Crosby et al., 1991; Greyling et al., 1997). Moreover, the onset of 
oestrus after sponge removal in goats investigated in autumn during their breeding season was 
significantly delayed when compared to oestrus onset recorded in spring during the period of 
anoestrus. The most likely explanation for this difference is an increased progesterone-
mediated negative feedback of the hypothalamic-pituitary-ovarian axis leading to a delayed 
onset of oestrus after FGA withdrawal in autumn (Freitas et al., 1996a). This negative feedback 
seems further enhanced by 40 mg FGA sponges. 
During both seasons, a high preovulatory LH surge response was recorded (94 % and 84 
% respectively in anoestrus and breeding season) regardless of the regimen treatment. During 





the anoestrus season, the overall percentage of females displaying LH surge reported was 
similar to that recorded in dairy goats treated, during both seasons, with the same protocol 
(Leboeuf et al., 2003). By the use of 20 mg FGA, 450 IU of eCG and 6 mg of luprostiol, 
Zarazaga et al. (2014) found that all the goats treated during anoestrus and in the breeding 
season displayed a preovulatory LH surge. Although non-significant, a reduced rate of LH 
surges observed within 60 hours after FGA sponge removal was recorded in goats that did not 
received PGF2α during their reproduction period in autumn (Table 2). As almost all goats 
developed later a corpus luteum, it is likely that LH surges in goats without PGF2α treatment 
occurred after the 60 hours sampling period. Previous studies reported that prostaglandin is 
effective during the breeding season as a synchronizing agent responsible for luteolysis after 
priming with FGA (Greyling and Van, 1991; Romano, 1996; Amarantidis et al., 2004). 
In the present study, the interval from sponge removal to the preovulatory LH surge was 
ranged from 20 to 60 hours in most animals. During the period of anoestrus, LH surge occurred 
significantly earlier than during autumn (Figure 2B). Our results are in line with those reported 
by Zarazaga et al. (2014) in Blanca Andaluza goats where the interval between 20 mg FGA 
sponge removal and preovulatory LH surge was of 29.3 h (± 0.6) during anoestrus versus 35.9 
h (± 1.8) during the breeding season. No effect of regimen treatment was evidenced in spring 
(Figure 2B), but as for onset of oestrus, high dose FGA sponges (40 mg) led to a delayed LH 
surge in autumn (Figure 2B). These observations are in agreement with earlier studies (Leboeuf 
et al. 2003) and in line with the above-mentioned progesterone-mediated negative feedback. 
Further significant differences between treatments performed in autumn were found. Even 
these results warrant confirmation by enrolling a larger number of goats, it is worth to mention 
that the 20 mg FGA, 300 IU eCG, 50 μg PGF2α treatment induced the most rapid and best 
synchronised LH surge (occurring between 22 and 32 hours after sponge removal) (Figure 2B).  
Onset of a functional corpus luteum seemed delayed during the breeding period and an 
FGA dose effect was detected as for onset of oestrus and LH surge (Table 2). Although non-
significant, the percentage of goats that did not develop corpus luteum was slightly lower (92 
% versus 98 %) in spring than in autumn. This absence of ovulation (despite a LH surge) may 
be related to insufficient luteinizing hormone released by the pituitary, a poor ovarian response 




In conclusion, the hormone combinations used in the present study were equally efficient 
in inducing oestrus and ovulation in Beni Arouss goats during the anoestrus and in the breeding 
season. The 20 mg FGA, 300 IU eCG, 50 μg PGF2α treatment induced the best synchronised 
ovulation in both seasons. Season- and FGA dose-related effects lead to a delayed ovarian 
response in autumn. No eCG dose-effect was evidenced, whereas PGF2α should be 
recommended when oestrus induction is performed during the reproduction period.  
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Présentation de l’étude  
Bien que l’étude 3 ait permis de définir un protocole d’induction et de synchronisation 
potentiellement applicable dans un centre d’IA, la présente étude a pour objectif de tester un 
protocole alternatif testant l’efficacité de l’effet bouc chez la chèvre Beni Arouss. 
Cette 4ème étude a pour but d’évaluer l’effet bouc en guise de remplacement de l’eCG sur 
l’induction et la synchronisation d’œstrus et d’ovulation en période d’anœstrus et en saison 
sexuelle chez la chèvre Beni Arouss. Cinq mois avant le début de l’étude, des boucs mâles ont 
été traités photopériodiquement avec 75 jours de jours longs (16 h de lumière et 8 h d'obscurité 
par jour), suivis par un retour à l’éclairement naturel afin de stimuler leur activité sexuelle. En 
période d’anœstrus et en saison sexuelle, quarante-cinq chèvres ont été assignées en fonction 
de leur âge et poids vif à trois traitements. Les femelles du 1er groupe ont été traitées pendant 
11 jours avec des éponges imprégnées de 20 mg d'acétate de fluorogestone (FGA) combinées 
à 300 UI d'eCG et 50 µg de cloprosténol injectés par voie intramusculaire 48 heures avant le 
retrait d'éponge. Les chèvres stimulées par l'effet de bouc sexuellement actif dans les 2ème et 
3ème groupes ont reçu un traitement alternatif dans lequel l'injection d'eCG a été remplacée 
par des mâles sexuellement actifs introduits 2 jours avant (groupe 3) ou au moment du retrait 
d’éponge (groupe 2) et ont été laissés avec les femelles pendant 3 jours. Entre 20 et 80 h après 
le retrait d’éponges, les chèvres des groupes 2 et 3 ont été observées pour la détection des 
chaleurs induites par les boucs (2 boucs par groupe). Des prélèvements sanguins permettant de 
déterminer le moment du pic pré-ovulatoire de LH et l'augmentation de la progestérone en tant 
que signe d'un corps jaune actif ont été effectués respectivement entre 20 et 80 heures et 3, 5, 
8 et 15 jours après le retrait d’éponges chez les animaux des 3 groupes.  
En anœstrus saisonnier, 77% des chèvres induites par l'effet bouc ont été en œstrus à des 
intervalles allant de 60 à 74 heures après le retrait d'éponge pour le groupe 3 et de 71 à 77 
heures pour le groupe 2 (P <0,05). Dans le groupe 1, 77% des chèvres ont eu un pic pré-
ovulatoire de LH dans un intervalle allant de 24 à 40 heures après le retrait d'éponge. 
Cependant, aucune des chèvres induites par l'effet mâle n'a montré un pic de LH endéans les 
80 h ayant suivi le retrait d’éponge ni une phase lutéale endéans les 15 jours suivant le retrait 
d'éponge. 67% des chèvres du groupe 1 ont présenté une phase lutéale dans les 3 à 8 jours 
suivant le retrait d'éponge, qui s'est maintenue pendant 11-15 j.  
Pendant la saison de reproduction, le pourcentage des chèvres en œstrus a atteint 100% dans 
les groupes soumis à l'effet bouc, avec un délai pour l’apparition des chaleurs allant de 22 à 68 
heures après le retrait d’éponge. Dans les trois groupes, la majorité des chèvres ont présenté un 
pic pré-ovulatoire de LH (84%) à un intervalle allant de 30 à 70 heures après le retrait d'éponge. 
Le pourcentage des chèvres présentant une phase lutéale dans les 3 à 8 jours suivant le retrait 
d'éponge n’a pas non plus différé entre les traitements (69% ; P> 0,05). Après 11 à 15 jours et 
sans différence entre groupes, la majorité des chèvres avait ovulé et présentait une phase lutéale 
(91%).  
En conclusion, l’utilisation de l’effet bouc pour induire et synchroniser l’ovulation en période 
d’anœstrus saisonnier chez les chèvres Beni Arouss traitées avec 20 mg de FGA et 50 µg de 
cloprosténol n’est pas prometteuse. Cependant, le même protocole apparaît comme une 
alternative intéressante à l’utilisation de l’eCG pour la synchronisation de l'œstrus et de 
l'ovulation pendant la saison sexuelle chez les chèvres Beni Arouss. 






The response to the male effect was studied in Beni Arouss goats during anoestrus and during 
the breeding season. Prior to anoestrus season, bucks were exposed to artificial long days (16 
h of light and 8 h of darkness per day) in individual pens during 75 days (from 14 November 
to 28 January) followed by a natural photoperiod. Forty- five adult goats during the anoestrus 
and in the breeding season were assigned to three treatments according to their age and live 
weight. Goats of group 1 were treated for 11 days with vaginal sponges impregnated with 20 
mg of fluorogestone acetate (FGA) combined to 300 IU of eCG and 50 µg of cloprostenol 
injected intramuscularly 48 h prior to sponge removal. Goats of group 2 and 3 were also treated 
with 20 mg of FGA and 50 µg of cloprostenol, but eCG injection was replaced by a sexually 
active buck introduced 0 hours (group 2) or 48 hours (group 3) before FGA removal. Oestrus 
behavior and preovulatory LH surge were recorded between 20 and 80 hours after FGA sponge 
removal. The onset of a luteal phase was monitored by plasma progesterone measurement at 
day 3, 5, 8 and 15 after FGA removal. During the anoestrus season, 77 % of goats induced by 
the buck effect showed an oestrus at intervals ranging from 60 to 74 hours following sponge 
removal for group 3 and from 71 to 77 hours for group 2 (P < 0.05). In group 1, 77 % of goats 
displayed a preovulatory LH surge between 24 and 40 hours after sponge removal and 67% 
developed a luteal phase, but no LH surge or luteal response was detected in goats of group 2 
and 3. During the breeding season, oestrus response rate reached 100 % in goats synchronized 
with the buck effect with an interval ranging from 22 to 68 hours in groups 2 and 3 (P > 0.05). 
In all groups, most of the goats displayed a preovulatory LH surge (84 %) at an interval ranging 
from 30 to 70 hours following sponge removal (P > 0.05). The percentage of females displaying 
luteal phase within 3 to 8 days from sponge removal did not differ among groups (69 %; P > 
0.05). After 11 to 15 days, the occurrence of ovulation followed by normal luteal phase was 
raised in all groups and reached 91 % (P > 0.05). In conclusion, the use of bucks failed to 
induce and to synchronize ovulation in Beni Arouss goats previously treated with 20 mg of 
FGA and 50 µg of cloprostenol during anoestrus. However, the same protocol appears to be an 
adequate alternative for oestrus and ovulation synchronization during the breeding season. 
Keywords: buck effect; goat; anoestrus; breeding season 
  






In Beni Arouss North Moroccan goat there is an alternation between a breeding season 
characterized by a succession of oestral cycles and the anoestrus season characterized by an 
anoestrus and anovulatory periods (From April to last June). 
The increasing need for conserving this autochthonous genetic resource (FAO, 2007) and 
promoting farm productivity and economy necessitates strategies to stimulate Beni Arouss 
reproductive functions during the anoestrus season and to increase them during the breeding 
season. These strategies are also required to apply scheduled artificial inseminations (AI) as 
part of a breeding program.  
Many protocols based on the use of progestagens to mimic a luteal phase, and eCG to 
stimulate ovarian follicular growth are applied to goats. The most efficient one applied to Beni 
Arouss goat consists in administration of progestagen by use of an intravaginal sponge (20 mg, 
FGA) for 11 days, followed by an injection of 300 IU eCG and 50 µg cloprostenol 2 days 
before sponge withdrawal (El Kadili et al., submitted for publication). Although efficient at 
short term, repeating this treatment bears the risk of decreased fertility as a consequence of 
anti-eCG antibodies production (Baril et al., 1996; Roy et al., 1999). This limitation combined 
to the encouragement of farmers by the society to adopt safe practices by reducing or 
completely avoiding the use of exogenous hormones (Martin et al., 2004) warrants new 
research aiming to develop alternative methods of oestrus and ovulation synchronization in AI 
programs.  
In small ruminants, and after an isolation period, the stimulation of females by sexually 
active males previously photostimulated with artificial light induces and synchronizes 
ovulation in anovulatory goats (Shelton, 1960; Flores et al., 2000; Álvarez and Zarco, 2001; 
Delgadillo et al., 2001; Delgadillo and Vélez, 2010; Luna-Orozco et al., 2012; Delgadillo et 
al., 2017). This phenomenon is called ‘the buck effect’ and it is used in field conditions as non-
pharmaceutical manipulation to advance reproductive activity in non-cycled females. After 
introduction of buck among the does, ovulation is detected around the third day of contact 
(Rekik et al., 2012; Delgadillo et al., 2017). However, in most cases this first ovulation is 
followed by a short luteal phase (5 – 7 days) which decreases the conception rate. A normal 
second ovulation accompanied by an oestrus behaviour occurs 7 to 9 days after buck 
introduction (Chemineau et al., 1984; Chemineau et al., 2006; Rekik et al., 2012). To avoid 
short ovarian cycles induced by male effect, goats should be primed with progestagens or 
natural progesterone before the introduction of buck; thereby improving the fertility of the first 
ovulation (Chemineau et al., 2006). 
The aim of the present study was to assess in spring (seasonal anestrus) and autumn 
(reproduction season) the efficiency of a FGA – PGF2alpha treatment combined to a buck 
effect started 48 hours before or at FGA sponge removal on oestrus and ovulation in Beni 
Arouss goats.  
 
 






2. Material and methods 
2.1. Animals and management  
This study was conducted on the experimental station of INRA, Regional Center of 
Tangier, located in the North of Morocco (latitude 35°44’N, longitude 5°54’ O) during the 
anoestrus season and the breeding season.  
In both study parts, the goats were maintained in a semi-intensive system under natural 
photoperiod with access to pasture. Oat hay and concentrate feed mixture were distributed once 
a day according to the maintenance requirements (INRA, 1988) with water and mineral salt 
available ad libitum. 
Females were strictly separated from males (non-present on site) for at least 1 month 
before the start of the study.  
Four bucks were used to stimulate females in this study (2 bucks per group). They were 
maintained indoors in individual pens in another barn isolated from the females (20 Km of 
distance) and fed oat hay and concentrate feed mixture distributed according to the 
recommended requirements of INRA (1988) with water available ad libitum.   
2.2. Experimental design and treatments 
The first part of the study was conducted during April (anoestrus season), the second part 
was realized in November (reproduction period). Forty-three (anoestrus) and 45 (reproduction 
period) nonlactating Beni Arouss goats aged between 3 and 6 years and a live weight of 29 ± 
4 kg were used. All females had given birth at least once before entering the study and were 
randomly assigned to three treatment groups in function of age and body weight. At being of 
the protocol, absence (during anoestrus) or presence (during reproduction period) of a luteal 
phase was assessed by plasma progesterone assessment 8 and 0 days before vaginal sponge 
placement. A vaginal sponge delivering 20 mg of fluorogestone acetate (FGA; Chronogest, 
Intervet, France) was placed during 11 days and 50 𝜇g of cloprostenol (Estrumate, MSD animal 
Health, Morocco) was administered intramuscularly 48 hours before sponge removal. In group 
1, considered as control, 300 IU of eCG (Synchro-part, Ceva, Morocco) was also administrated 
intramuscularly 48 hours before sponge removal. In group 2, eCG injection was replaced 48 
hours before sponge removal by sexually active, but aproned, bucks. In group 3, aproned bucks 
also replaced eCG injection and were introduced at sponge removal. In order to prevent buck 
effect in group 1, goats were kept in complete isolation (>100 m, indoors) from the groups 2 
and 3. FGA and cloporostenol treatments in groups 2 and 3 were timed in order to allow a 
simultaneous introduction of the bucks who were maintained in the groups until 80 hours after 
sponge removal. Oestrus behaviour was recorded between 20 and 80 hours after sponge 
removal in groups 2 and 3 where bucks were present. In all groups, blood samplings performed 
at 2 hour intervals between 20 and 80 hours after sponge removal aimed at assessing the 
preovulatory LH surge. Further samples were taken 3, 5, 8 and 15 days after sponge removal 
and aimed at detecting a luteal phase by dosing progesterone. The experimental design is shown 
in Figure 1. 






Figure 1. Experimental design 
2.3. Application of photoperiodic treatment to bucks 
The preparation of the bucks started before anoestrus season, on 14 November. They were 
submitted to a photoperiodic treatment of long days (16 h of light and 8 h of darkness per day) 
from 14 November to 28 January. This treatment was provided using the flash method in open 
barns and the intensity of the artificial light provided was at least 200 lux at the level of the 
eyes of the animals. Artificial light was regulated by an automatic clock and was provided from 
06:00 to 09:00 h and from 22:00 to 24:00 h in order to obtain a total of 16 h of light per day. 
On 29 January, the light treatment was stopped, and the bucks were exposed to natural day 
length variations until the end of the study (24 April). This treatment has previously been 
shown efficient to stimulate the male reproductive activity during the non-breeding season 
(Veliz et al., 2006; Chentouf and Bister, 2011; Chasles et al., 2016; Delgadillo et al., 2017).  
2.4. Luteal phase detection by plasma progesterone measurement 
Blood samples were collected from all goats via the jugular vein using 9 ml heparinized 
vacutainer tubes. To establish the reproductive status of goats, blood samples were collected 8 
days before sponge insertion, the day of sponge insertion and 3, 8, 11 and 15 days after sponge 
removal. Plasma was separated by centrifugation at 2200 rpm for 20 min, transferred into 1.5 
ml microcentrifuge tubes and stored at −20°C until the assay. Progesterone concentrations were 
measured in duplicate samples using a commercial ELISA kit (abia Progesterone DK.039.01.3, 
AB Diagnostic Systems GmbH, Germany). The detection limit of the assay was 0.1 ng/ml, and 
the intra- and interassay coefficients of variation were 3% and 8 %, respectively. Goats were 
considered to be in luteal phase when their plasma progesterone concentration was higher than 
2 ng/ml at two successive blood samplings. They were considered to be in anoestrus if the 
samples performed at -8 and 0 days before FGA treatment revealed progesterone 
concentrations below 2 ng/ml.  
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2.5. Onset of oestrus 
In group 2 and group 3, the oestrus behaviour was checked every hour from 20 to 80 h 
after sponge removal by the same bucks used in female’s stimulation already fitted with a 
plastic apron and a marking crayon. The goats were considered to be in oestrus only if they 
stood while be mounted by the bucks and showed a crayon mark. 
2.6. Preovulatory LH surge 
Plasma LH concentration was measured every two hours from 20 to 80 h after sponge 
removal. The collected blood was treated as previously described. Concentrations of plasma 
LH were determined in duplicate samples using commercial ELISA kit (LH Detect for 
caprines, ReproPharmVet, INRA, France). The detection limit of the assay was 0.1 ng/ml, and 
the mean intra-assay and inter-assay coefficient of variation were respectively 3% and 11%. 
Preovulatory LH surge was determined as the time of the maximum LH concentration with at 
least, a fivefold amount of the basal LH concentration. 
2.7. Statistical analysis 
Based on plasma progesterone analysis performed on samples collected prior to hormonal 
treatment (-8 and 0 days before FGA treatment), goats displaying ovarian activity in spring (n= 
2) and goats displaying absence of ovarian activity in autumn (n=0) were excluded from the 
dataset. The number and proportion of animals within each season and each group displaying 
signs of oestrus, a preovulatory LH surge and onset of a luteal phase after 3 to 8 and after 11 
to 15 days after FGA sponge removal was calculated. The interval between FGA sponge 
removal and onset of oestrus and LH surge was calculated for each animal and expressed as 
medians with their minimum and maximum in function of season and group.  
The normal distribution of the data was assessed using the Shapiro-Wilk test. The 
Kruskal–Wallis and Wilcoxon sum rank tests were used to analyze non-parametric data with 
treatment (group) as main effect. Frequency data were assessed by the Fisher's exact test. The 
significance level was set at (P < 0.05) in all tests. The R statistical software (version 3.5.1) 
was used for data analyses.  
3. Results 
No sponge losses were recorded during both parts of the study. During the anoestrus 
season in spring, most of the goats of groups 2 and 3 stimulated by the male effect showed a 
similar oestrus response rate (77 %) at an interval ranging from 60 to 77 hours following sponge 
removal (Table 1 and Figure 2A). Oestrus occurred significantly earlier in goats of group 3 
(median: 68 hours; range 60 – 74 hours) than in goats of group 2 (median :74 hours; range 71 
– 77 hours; P<0.05). In group 1, oestrus remained voluntarily non-detected. 77 % of goats 
displayed preovulatory LH surge at an interval ranging from 24 to 40 hours after sponge 
removal. However, none of the goats induced by the male effect showed a preovulatory LH 
surge (Table 1, Figure 2B). No luteal phase occurred within 3 to 8 days or 11 to 15 days after 
sponge removal in groups 2 and 3, whereas 67% of goats in group 1 developed an active corpus 
luteum.  






Table 1. Treatment effect on oestrus induction, preovulatory LH surge and onset of luteal phase 
within 8 and 15 days post FGA removal. Data are shown as absolute numbers and proportions 
of responding goats. 
Season 
 






















300 IU - NA 77% 67% 67% 
2 
(n=15) 
- 0 hrs 87% 0% * 0% 0% 
3 
(n=15) 
-    - 48 hrs 67% 0% * 0% 0% 







300 IU - NA 73% 73% 93% 
2 
(n=15) 
- 0 hrs 100% 87% 67% 87% 
3 
(n=15) 
-    - 48 hrs 100% 93% 67% 93% 
FGA, fluorogestone acetate; eCG, equine chorionic gonadotropin; PGF2alpha, prostaglandin F2alpha. 
NA: Oestrus was not assessed as no bucks were introduced in group 1. *: No LH surge was detected 
between 20 and 80 hours after FGA sponge removal. 
For the treatments based on male exposure during the sexual season in autumn, oestrus 
response rate in groups 2 and 3 was of 100 % and occurred between 22 and 68 hours after FGA 
sponge removal, which was significantly earlier than in spring (Table 1, Figure 2A). Animals 
of all 3 groups displayed a preovulatory LH surge (84 %) at an interval ranging from 30 to 70 
hours following sponge removal (Figure 2B). The percentage of females displaying a luteal 
phase within 3 and 8 days from sponge removal did not differ among treatment groups (P > 
0.05), with an overall percentage of 69 % (Table 1). After 11 to 15 days, the occurrence of 
ovulation followed by a normal luteal phase was raised in all groups and reached 91 % without 
significant differences between groups (P > 0.05).  






Figure 2. Onset of oestrus (A) in spring and autumn and time point of LH surge recorded in 
spring and autumn (B) in Beni Arouss goats’ groups G1, G2 and G3. NA: Oestrus was not 
assessed in groups G1. ND: no LH surge was detected between 20 and 80 hours after FGA 
sponge removal in G2 and G3 investigated in spring. Results are expressed in hours (median 
with minim and maximum). * indicates a significant group-related difference (P < 0.05). $ 
indicates a season-related difference (P < 0.05).  
4. Discussion  
This study investigates for the first time the efficiency of the buck effect in Beni Arouss 
goats. If the so-called “classical treatment” based on FGA, eCG and cloprostenol was efficient 
in spring during anoestrus and in autumn during the reproduction period and confirms earlier 
studies (El Kadili et al., submitted), the introduction of a buck 48 before or at FGA sponge 
removal to replace eCG treatment failed to induce an appropriate ovarian response during 
anoestrus. In autumn however, both tested treatments were efficient.  
Although the present study does allow to provide answers regarding the efficiency of the 
buck effect in Beni Arouss goats, several limitations should be pointed out. The animals 
investigated in group 1 were not exposed to a sexually active buck in order to compare the 
impact of eCG treatment with the buck effect. As a consequence, no data about onset of oestrus 
were available. It could have been interesting to use a fourth group receiving the “classical 
protocol” plus a buck effect. Another weakness was the delayed onset of oestrus in spring, 
which was unexpected: even it is unlikely that an appropriate LH surge occurred in animals of 
group 2 and 3 (no luteal phase occurred within 15 days), the time frame of blood collection 
should have been increased above 80 hours post sponge removal. It would furthermore have 
been interesting to asses plasma oestrogen levels in these goats: oestrus signs occurred, but 
lately, without leading to ovulation. Characterizing the follicular response would be helpful if 
further studies testing the buck effect are performed. 
During both seasons, the response to the standard protocol did not differ with an overall 
preovulatory LH surge response of 75 % and a median interval to LH surge of 34 hours (range 





24 to 64 hours) following sponge removal. In general, the response was relatively similar to 
what is reported in our previous study (El Kadili et al., submitted). In group 1 investigated in 
spring, one goat died suddenly for unknown reasons after the LH detection period (ie 80 hours 
after sponge removal). Moreover, another goat of group 1 displayed a preovulatory LH surge 
but did not ovulated nor within 15 days following sponge removal. This could be indicative of 
an inadequate release of LH because of a deficiency in GnRH synthesis and secretion resulting 
in failure of ovulation in females (Noakes et al., 2009). During the breeding season, three goats 
did not display a preovulatory LH within 80 hours after sponge removal but were recorded as 
having ovulated within 11 to 15 days after sponge removal, which indicates a late occurrence 
of LH surge.  
Curiously, during the anoestrus season, goats induced by the buck effect showed only an 
oestrus response (77 %) but which occurred later at an interval of 60 to 77 hours after sponge 
removal. When compared to results obtained in goats treated with the standard protocol in our 
previous study (El Kadili et al., submitted), in which oestrus onset was monitored, a delay in 
oestrus onset was detected in groups stimulated by the buck effect. This could be attributed to 
the effect of progestagen priming. The role of progestagen is to increase the time for follicular 
maturation and delay the preovulatory LH surge in order to prevent the appearance of corpus 
luteum with short lifespan induced by the use of buck effect alone in anovulatory females 
(Chemineau, 1985; Lassoued et al., 1995; Chemineau et al., 2006). The absence of ovulation 
even after 15 days from sponge withdrawal let us presume that goats’ responses started lately, 
with an LH surge occurring after the 80 hours of blood sampling, and that the LH surge was 
not followed by ovulation. This result could be related to the low concentration of progestogen 
added in the sponge, that can be associated with abnormalities in follicle development, 
ovulation and luteal function (Viñoles et al., 1999; 2001). Previous findings reported by 
Chentouf and Bister (2011) showed a preovulatory LH surge response of 86 % detected at an 
interval of 55 hours (±13.5) after buck introduction in goats from the same breed when 
stimulation is performed by photoperiod treated bucks and primed by a progestagen (45 mg of 
FGA) in April. Likewise, in our study bucks were already submitted to a photoperiodic 
treatment to improve the response of goats to the biostimulation. However, the goats were 
treated only with a dose of 20 mg FGA, low dose that may influence the efficacy of response. 
Furthermore, our results disagreed with those described in the studies of Pellicer-Rubio et al. 
(2007; 2008) where the photoperiodic treatment involved the bucks and goats, and the 
progestational treatment consisted on intravaginal sponges impregnated with 45 mg of FGA. 
An overall LH surge response of 94 % was obtained in the first study (in 2007) with an interval 
buck introduction to LH surge of 54.3 hours (±15.4). Indeed, more than 90 % of goats ovulated 
within 15 days after buck introduction. Relatively similar results were reported also in the 
second study (in 2008). Many factors could explain this variability of responses. As reported 
by several authors, photoperiodic treatment of bucks and goats allow highly synchronous and 
fertile reproductive activity when male effect is performed in the middle of seasonal anoestrus 
(Restall, 1992; Chemineau et al., 1996; Walkden-Brown et al., 1999; Flores et al., 2000; 
Delgadillo et al., 2002; Pellicer-Rubio et al., 2007). In addition, variations in female 
responsiveness, quality of stimulation provided by the male, prior isolation, nutritional status, 
exposition of bucks to oestrous females prior the joining, the age and experience of the males 
and age of the goats may influence the induction of an ovulatory response by the buck effect 
(Walkden-Brown et al., 1993; Perkins and Fitzgerald, 1994; Flores et al., 2000; Thimonier et 
al., 2000; Ungerfeld et al., 2007).  





In the current study, two more findings are interesting to mention in relation to the use of buck 
effect during anoestrus. Firstly, the onset of oestrus occurred earlier when bucks were 
introduced 48 h prior to sponge removal (Figure 2A), which was in line with results obtained 
when the injection of eCG was performed 48h prior to sponge removal leading to an advanced 
follicular growth and consequent LH surge (Ritar et al., 1984). Secondly, as shown by goats of 
group 2, the introduction of bucks at sponge removal seems to synchronize more efficiently 
the onset of oestrus in comparison with buck introduction two days before sponge removal. All 
females showed their oestrus within a time frame of 6 hours, possibly as a consequence of well 
synchronized endogenous rhythm of FSH secretion.   
During the sexual season, where the use of the “classical protocol” remained in line with 
a previous study (El Kadili et al., submitted), our results clearly indicate that the male effect 
protocol may be an adequate alternative for oestrus and ovulation induction and 
synchronization in Beni Arouss goats. The time of buck introduction did not influence oestrus 
response (100 %) or time to the onset of oestrus following sponge removal, with an interval 
ranging from 22 to 68 hours. In addition, animals in all groups responded to the treatments by 
displaying preovulatory LH surge and ovulation, without significant differences in the timing 
of the occurrence.  
5. Conclusion  
This study showed that the use of a sexually active buck aiming to induce and to 
synchronize oestrus and ovulation in the Beni Arouss goats treated with 20 mg of FGA and 
cloprostenol during the anoestrus season is not efficient in comparison to a hormonal treatment 
based on administration of FGA, eCG and cloprostenol. However, the use of the buck effect in 
cyclic goats primed with progestagen treatment and intramuscularly injected with cloprostenol 
48 h prior to sponge removal appears as a very promising alternative method for 
synchronization of oestrus and ovulation in Beni Arouss goats. The tested protocols need to be 
validated on a large number of animals and under field conditions. 
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Améliorer la productivité de la race Beni Arouss ? Oui, mais il faut tout d’abord maitriser 
la reproduction chez cette race. 
Dans la région du Nord du Maroc, l’élevage caprin compte un cheptel important qui, malgré 
sa faible productivité, constitue la principale ressource de la population rurale notamment celle 
vivant dans les zones montagneuses. Suite à son mode de conduite extensif avec un accès libre 
aux espaces sylvopastoraux, la gestion de la reproduction chez les caprins locaux reste peu 
contrôlable. 
La race Beni Arouss, considérée comme race locale de la région du Nord à l’instar des autres 
races locales au Maroc, est caractérisée par son adaptation au milieu dans lequel elle évolue 
ainsi que par un bon potentiel de production qui peut s’améliorer en passant d’une conduite 
extensive à une conduite intensive (Chentouf, 2007). 
Comme nous l’avons déjà rapporté en introduction, dans sa politique régionale, le 
gouvernement marocain a pour objectif d’améliorer la production des élevages tout en 
conservant les ressources génétiques locales qui, malgré la grande variabilité qui existe dans 
leurs niveaux de production, restent une bonne base pour le développement de la filière. Pour 
ceci, la mise en place d’un programme d’amélioration génétique bien structuré s’avère 
indispensable. 
Aujourd’hui, et à travers tous ses avantages, l’IA est largement utilisée pour intensifier la 
production dans le cadre des programmes d’amélioration génétique des races locales. 
Toutefois, son application nécessite de répondre à un certain nombre d’interrogations pour 
mettre au point les outils et les techniques de reproduction adaptées à la race et qui peuvent 
accompagner le projet de création d’un centre d’IA. La présente thèse avait comme objectifs 
de répondre à ces questions qui vont servir de base pour la maitrise de la reproduction chez la 
chèvre Beni Arouss et par conséquent promouvoir la productivité des élevages.  
La reproduction chez la chèvre Beni Arouss est-elle saisonnière ? 
La question a déjà une réponse : chez la chèvre Beni Arouss la reproduction a un caractère 
saisonnier très marqué, avec une période d’inactivité sexuelle qui va d’avril à juin (Chentouf 
et al., 2011). L’incidence d’œstrus et d’ovulation augmente progressivement à partir du solstice 
d’été pour atteindre son maximum durant l’automne et diminue progressivement après, à partir 
du solstice d’hiver. 
La saisonnalité chez cette race est principalement contrôlée par la photopériode et est peu 
dépendante de l’alimentation, ce qui confirme le caractère rustique de cette chèvre et indique 
clairement le rôle majeur qu’exerce l’écart d’éclairement entre le solstice d’hiver et d’été (5 
heures) sur la reproduction des chèvres au Nord du Maroc (Chentouf, 2007). 
Chez les boucs Beni Arouss, l’activité sexuelle et la production de la semence varient-elles 
aussi en fonction de la saison ? 
Chez les boucs, le comportement sexuel, la taille testiculaire et la production de la semence et 
ses caractéristiques sont les principaux facteurs influencés par les fluctuations 
photopériodiques (Loubser et al., 1983 ; Branca et Cappai, 1989). Dans la région 





méditerranéenne, la variation en aptitude de reproduction chez les boucs dépend de la 
photopériode et principalement la latitude (Zarazaga et al., 2009 ; Arrebola et al., 2010 ; 
Gallego-Calvo et al., 2015 ; Arrebola et Abecia, 2017). Toujours dans la même région, les 
boucs élevés sous des latitudes moyennes comprises entre 30 et 40 ºN ont montré des variations 
saisonnières modérées avec une activité reproductrice plus prononcée en été et en automne. 
C’est le cas par exemple des races espagnoles comme Murciano granadina, Verata, Payoya et 
Blanche d’Andalousie (Roca et al., 1992 ; Perez et Mateas, 1996, Zarazaga et al., 2009 ; 
Areebola et al., 2010 ; Gallego-Calvo et al., 2015 ; Arrebola et Abecia, 2017). 
Comme montré dans notre première étude, le comportement sexuel, la taille testiculaire et les 
caractéristiques de la semence chez les boucs Beni Arouss élevés sous une latitude de 36 ºN, 
sous conditions naturelles de photopériodes, sont également plus élevés pendant l’été et 
l’automne par rapport aux autres saisons. Notons qu’une variabilité entre les individus liée aux 
différences de poids et d’âge existe. Cette variabilité est due aux critères de choix des animaux, 
à savoir leur maturité sexuelle plutôt que leur poids et leur croissance. Dans le contexte d’un 
centre d’IA, le choix du mâle dépendra de la disponibilité en mâles et des critères 
d’amélioration visés par l’utilisation de tel ou tel reproducteur. D’ailleurs, Ahmad et Noakes 
(1996) et Delgadillo et al. (1991) ont rapporté que l’effet du poids et de l’âge sur les 
caractéristiques de la semence reste mineur par rapport à l’effet de la saison. Dans notre étude, 
un effet du poids et d’âge sur la taille testiculaire et la production spermatique a été décelé. 
Cependant, aucun effet sur la qualité de la semence n’a été enregistré. 
D’après nos résultats, la taille testiculaire augmente en été et en automne et diminue de manière 
marquée en hiver. Les mêmes résultats ont été rapportés chez plusieurs races de la région 
méditerranéenne et du Moyen-Orient (Roca et al., 1992 ; Douk, 1996 ; Perez et Mateas, 1996 
; Babiker Abdelhai, 2003 ; Al-Ghalban et al., 2004 ; Zamiri et Heidari, 2006). Un nombre 
minimal de sauts par première éjaculation a été enregistré en été et début automne, ce qui 
montre l’importance de la libido durant cette saison qui coïncide avec le début de saison de 
reproduction chez la femelle. La concentration en spermatozoïdes des boucs Beni Arouss 
devient aussi élevée au printemps et en été, avec un maximum entre juin et aout. Elle diminue 
ensuite pour atteindre un minimum en hiver. En effet, chez le male la stimulation de l’axe 
gonadotrope commence environ 2 mois avant le début de l’activité cyclique chez la chèvre en 
juillet, période durant laquelle les boucs doivent être déjà en pleine activité sexuelle et 
production spermatique. Cette différence dans la sensibilité à la photopériode est très 
importante, puisque les femelles en anœstrus ovulent en quelques jours après la stimulation, 
alors que les mâles ont besoin d’environ 52jours pour terminer leur cycle spermatogénétique 
(Rosa et Bryant, 2003). Généralement, la qualité de la semence chez le Beni Arouss est 
meilleure en été et en automne par rapport aux autres saisons. 
Chez les boucs, un parallélisme entre les niveaux endocriniens, les mensurations testiculaires 
et le comportement sexuel est observé, ce qui confirme que c’est bien le contrôle 
neuroendocrinologique qui influence la variation saisonnière de l’activité sexuelle (Chemineau 
et Delgadillo, 1994). En effet, l’un des principaux facteurs de variation du comportement 
sexuel chez le mâle est le taux de testostérone plasmatique, dont l’amplitude des pulses 
journaliers est soumise à des variations saisonnières. Dans notre recherche, des prélèvements 
sanguins mensuels ont été effectués afin de déterminer le profil de variation de la concentration 
de la testostérone en fonction de la saison. Malheureusement, les dosages n’ont pas été réalisés 
à cause du coût trop élevé des kits ELISA destinés au dosage de la testostérone caprine. Un kit 





humain moins coûteux par rapport aux kits spécifiquement développés pour les caprins a été 
testé mais n’a pas pu être adapté de manière fiable à l’espèce caprine. 
Afin d’évaluer l’effet de la saison sur la motilité des spermatozoïdes ainsi que sur 
la morphométrie de leurs têtes, le système CASA a été utilisé. En effet, tous les paramètres de 
motilité, et en particulier la motilité progressive et les vitesses, se sont avérés liés positivement 
à la migration des spermatozoïdes dans le mucus, la pénétration dans les ovocytes et la 
capacitation des spermatozoïdes. De ce fait, ces paramètres peuvent être de bons indicateurs 
pour prédire le pouvoir fécondant de la semence (Cox et al., 2006 ; Kathiravan et al., 2008 ; 
Del Olmo et al., 2013). Chez les boucs Beni Arouss, la plupart des paramètres de motilité 
étaient élevés en été et en automne et diminuaient ensuite pour atteindre un minimum en hiver. 
Bien que surtout dépendante de la cyclicité des chèvres, la concentration des chevrotages entre 
décembre et mars chez cette race reflète bien le pouvoir fécondant optimal de la semence des 
boucs en été et en automne. 
La signification des changements des dimensions de la tête du spermatozoïde reste mal connue. 
Aucune corrélation avec la viabilité n’a été décelée, sauf qu’une augmentation dans les 
dimensions de têtes des spermatozoïdes a été enregistrée en automne et qui, suivant plusieurs 
études, peut être liée à la fertilité (Hildago et Dorado, 2009 ; Bravo et al., 2014 ; Martinez-
Rodriguez et al., 2015 ; Waheed et al., 2015). En effet, dans notre étude l’augmentation de la 
taille de la tête en automne peut être due à une altération dans le phénomène de condensation 
de la chromatine au niveau de la tête durant la saison estivale. Ce phénomène qui intervient 
normalement chez le male lors de la spermiogénèse, permet à travers la réduction du volume 
nucléaire de protéger le génome paternel, ainsi que transporter facilement les spermatozoïdes 
lors de leur montée dans les voies génitales de la femelle avec des besoins plus faibles en 
énergie. Selon Rahman et al. (2011 ; 2018), le stress thermique qui peut survenir en saison 
estivale même s’il n’est que de 48h peut avoir un impact sur la conformation de la chromatine 
et ainsi influencer la morphologie de la tête et par conséquent la fertilité. Les résultats de notre 
étude laissent supposer qu’un stress a été exercé en été et dont l’effet sur la morphologie de la 
tête est apparu plus tard suivant le stade spermatogénique dans lequel l’animal a été lors de 
l’exposition au stress.  
Finalement, le score établi à partir de l’ensemble des paramètres étudiés résume ce qui précède 
et confirme qu’une bonne aptitude de reproduction chez les boucs Beni Arouss est obtenue 
lorsque la durée d’éclairement commence à diminuer. Ceci survient juste avant le début de la 
saison de reproduction chez la chèvre. Toutefois il s’avère que l’amplitude de variation diffère 
d’un bouc à un autre, ce qui laisse suggérer qu’une sélection individuelle est à envisager 
notamment dans le cas où les animaux seront utilisés dans le cadre d’un programme 
d’amélioration génétique et pour des récoltes de la semence pendant toute l’année.  
Y-a- t-il également un effet de la saison sur la qualité de la semence conservée à l’état 
liquide chez la race Beni Arouss ? 
Durant ces dernières années, la conservation de la semence à l’état liquide est devenue une 
technique courante et peu couteuse pour développer l’insémination artificielle à grande échelle 
chez les chèvres (Leboeuf et al., 2000 ; 2003). Cependant, la capacité du sperme à maintenir sa 
qualité après conservation est essentielle pour offrir une plus grande flexibilité entre son 
utilisation dans les élevages et sa récolte au centre d'IA. De même, une étude préalable de 





l’effet de la saison sur l’aptitude de conservation à l’état liquide de la semence est essentielle 
afin d’évaluer la capacité fécondante de la semence collectée et conservée dans différentes 
périodes de l’année.  
D’après les résultats de la première étude, un effet de la saison sur l’activité sexuelle et les 
caractéristiques de la semence fraiche chez les boucs Beni Arouss a été mis en évidence. La 
conservation de cette semence à 16ºC et pendant 24 heures dans un dilueur synthétique est 
influencée par ce contrôle photopériodique. En effet, et comme montré dans notre deuxième 
étude, la qualité de la semence a diminué progressivement entre 0 et 24 heures de conservation. 
Cette réduction est attendue puisque le refroidissement, en association avec le dilueur utilisé, 
le taux de dilution et les conditions de conservation (O’Hara et al., 2010), peuvent provoquer 
des altérations structurelles et fonctionnelles chez les spermatozoïdes influençant par 
conséquent la qualité spermatique. Par ailleurs, l’aptitude de conservation du sperme à 16ºC et 
pendant 24h a été meilleure en été alors qu’une baisse prononcée a été enregistrée dans les 
autres saisons. Un résultat inattendu qui montre que, quoique l’automne fasse partie de la 
période de reproduction chez cette race, la conservation de la semence au cours de cette saison 
reste limitée en comparaison avec l’été.  
La variation saisonnière de l’aptitude de congélation de la semence chez le bélier et le bouc, en 
parallèle avec les changements observés dans la composition du plasma séminal et lors de la 
dilution dans un dilueur donné, a été rapportée chez plusieurs races (Tuli et Holtz, 1995, 
D’Alessandro et Martemucci 2003, 2005 ; Gallego-Calvo et al., 2015). En effet, les protéines 
de la famille BSP (Binder of SPerm) détectées dans le plasma séminal chez plusieurs espèces 
(Bergeron et al., 2005 ; Villemure et al., 2003 ; Menard et al., 2003 ; Sanz et al., 1993) peuvent, 
selon des recherches réalisées chez le bélier, protéger les membranes des spermatozoïdes lors 
d’un choc thermique (Perez-Pe et al., 2001 ; Barrios et al., 2005). Ceci montre le rôle majeur 
de ces protéines dans la stabilisation de la membrane plasmique du spermatozoïde. Chez le 
bouc Beni Arouss, une augmentation de la concentration en protéines du plasma séminal avec 
le début d’été pourrait être responsable de la protection des spermatozoïdes durant la saison de 
reproduction, surtout qu’un dilueur dépourvu de lipides a été utilisé pour prévenir l’effet 
délétère des phospholipases sans faire recours au lavage. Il reste à ce stade incompris pourquoi 
ce rôle n’a pas été maintenu en automne. En plus, il s’avère que les enzymes antioxydantes 
sont aussi impliquées dans la prévention des chocs thermiques (Marti et al., 2007) en plus de 
leur rôle dans le métabolisme et la fonction spermatique (Brooks, 1990). Chez les chèvres, 
aucune étude n'a été menée pour étudier l'effet de la saison sur les enzymes antioxydantes et 
l'association de ces enzymes aux traits séminaux du sperme frais et refroidi. Seulement, il se 
peut que la réduction observée dans l'aptitude de conservation en automne soit liée à une 
activité métabolique maximale engendrant par conséquent une sollicitation excessive 
d'enzymes antioxydantes. Par ailleurs, il s’avère que les périodes de chaleurs estivales, même 
si elles sont de courte durée, peuvent dans certains cas influencer la qualité de la semence chez 
le male (Rahman et al., 2011). En effet, l’impact du stress thermique sur la qualité du sperme 
chez le bovin n’apparait que quelques jours après. Suivant la durée du cycle spermatogénique 
chez le male, le stress thermique peut entrainer une période prolongée (d’un mois ou plus) de 
qualité réduite du sperme (Rahman et al., 2011). Chez le bouc, la spermatogenèse dure environ 
52 jours, ce qui laisse supposer qu’un effet négatif tardif d’un stress thermique survenu pendant 
l’été sur l’aptitude de conservation de la semence a été marqué en automne. D’avantage, il se 
peut que l’augmentation de la température ait un effet négatif sur l’aptitude de conservation du 





sperme, qui pourrait être liée à une augmentation dans la production des DRO. Si l’équilibre 
de ces derniers dans le plasma séminal n’est pas gardé, la qualité du sperme conservé sera 
réduite (Rahman et al., 2018).  
Finalement, il reste à évaluer après IA chez des chèvres en chaleurs, la capacité fertilisante du 
sperme après conservation pendant 24h à 16°C. D’un point de vue qualité de la semence après 
24h, nos résultats étaient similaires à ceux trouvés par Ohara et son équipe (2010) lorsqu’ils 
ont conservé à 5°C et pendant 24h la semence chez le bélier. Ces derniers ont rapporté des taux 
de gestation respectivement de 63% et 54% après avoir inséminé par voie cervicale un groupe 
de brebis avec du sperme frais et un autre avec du sperme conservé pendant 24h. Ceci laisse 
espérer que chez les boucs Beni Arouss, et indépendamment de la saison, la semence puisse 
également garder un pouvoir fécondant satisfaisant même après 24 h de conservation. 
Quel protocole hormonal pour induire et synchroniser l’ovulation chez la chèvre Beni 
Arouss ?  
Chez les chèvres les traitements hormonaux sont utilisés afin de maitriser les périodes de mise 
bas pour assurer une offre continue en lait tout au long de l’année ou pour synchroniser les 
ovulations dans l’élevage pour permettre de réaliser des IA simultanées sur un nombre 
important de femelles. 
D’après les résultats de la troisième étude menée chez des chèvres Beni Arouss et dans laquelle 
plusieurs protocoles d’utilisation de doses différentes de FGA et d’eCG et de cloprostenol ont 
été testés, l’ensemble des protocoles ont été efficaces en anœstrus et en saison sexuelle pour 
induire et synchroniser l’œstrus et l’ovulation chez cette race.  
Aucune différence entre les huit protocoles n’a été enregistrée sauf que l’utilisation en saison 
sexuelle des éponges imprégnées avec 40 mg de FGA retarde la venue en chaleurs et 
l’ovulation chez les chèvres. Cela laisse supposer que l’utilisation d’une dose élevée de 
progestagène entraine chez la chèvre Beni Arouss, après retrait de l’éponge, un retard dans la 
suppression du rétrocontrôle négatif exercé par la progestérone engendrant par conséquent une 
latence hormonale responsable du retard observé dans la réponse au traitement. 
Dans le contexte d’une réduction des doses hormonales, le protocole basé sur l’insertion d’une 
éponge imprégnée de 20 mg de FGA pendant 11j, avec des injections intramusculaires de 300 
UI d’eCG et 50 µg de cloprostenol 48 h avant le retrait d’éponge est suffisant pour induire et 
synchroniser l’ovulation chez la chèvre Beni Arouss. En contre saison, l’administration de 
cloprostenol pourrait être évitée étant donné que très peu de chèvres sont cyclées (~10%) et 
que la durée d’exposition à la FGA est dans la plupart des cas suffisamment longue pour couvrir 
ou coïncider avec une lutéolyse spontanée. La progestéronémie élevée due à la présence d’un 
corps jaune encore fonctionnel après l’arrêt du traitement progestatif fait que les venues en 
œstrus et ovulations peuvent être retardées, voire bloquées après si on n’administre pas de 
cloprostenol (Corteel et Leboeuf, 1990 ; Leboeuf et al., 1998).  
Des recherches à l’échelle des fermes et avec un effectif important doivent être conduites afin 
de vérifier les résultats et évaluer la fertilité après IA. En effet, dans notre étude, toutes les 
expériences ont été conduites au niveau d’une station expérimentale dans laquelle les 
conditions sont standardisées. En plus, un nombre réduit d’animaux a été utilisé ce qui a 





certainement influencé l’homogénéité des groupes surtout après avoir retiré des animaux de 
l’expérience.    
Est-ce que l’utilisation de l’effet bouc pour induire et synchroniser l’ovulation chez des 
chèvres traitées avec des progestagènes est efficace ? 
Afin de promouvoir l’effet bouc en contre saison, les boucs doivent être sexuellement actifs 
(Veliz et al., 2002 ; Delgadillo et al., 2006 ; Delgadillo et al., 2015), notamment pour garder 
un pouvoir de stimulation assez élevé et par conséquent avoir une bonne qualité de stimulation 
(Veliz et al., 2006). 
D’après les résultats de notre première étude, l’activité sexuelle des boucs Beni Arouss diminue 
en dehors de la période de reproduction. Bien que le nombre de sauts fût le seul paramètre qui 
ait changé suivant la saison de l’année, ce paramètre à lui seul ne permet pas d’évaluer le 
comportement sexuel chez le bouc, surtout qu’une chèvre en chaleur a été utilisée pour chaque 
récolte de la semence. En anœstrus saisonnier, les conditions sont différentes de sorte que quasi 
toutes les chèvres sont acycliques. 
De ce fait, un traitement photopériodique des mâles a été réalisé afin de stimuler leur activité 
sexuelle avant leur utilisation visant à induire et à synchroniser l’ovulation chez les chèvres 
Beni Arouss en contre saison.  
En effet, dans notre quatrième étude, une comparaison entre le traitement « classique » le plus 
efficient identifié dans la 3e étude (20mg FGA, 300UI d’eCG et 50 µg de cloprostenol) et le 
remplacement de l’eCG dans ce traitement par l’effet de boucs sexuellement actifs a été réalisé. 
Deux moments d’introduction de boucs ont été testés, 48 h avant ou au moment du retrait de 
l’éponge. 
D’après les résultats, en contre saison, la réponse œstrale à l’effet bouc a été tardive par rapport 
au traitement classique. Le traitement progestatif auquel les chèvres ont été soumises avant leur 
stimulation par l’effet bouc visait à élargir le temps consacré à la maturation folliculaire et de 
retarder le moment du pic préovulatoire de LH de façon à prévenir l’incidence des cycles courts 
chez les femelles anovulatoires (Lassoued et al., 1995 ; Chemineau et al., 2006). Cependant, 
l’absence de corps jaune chez nos chèvres, même après 15 j post retrait d’éponge, permet de 
supposer que les chèvres n’ont pas ovulé, qu’un pic de LH est survenu en dehors de la période 
des prélèvements (80h) et qui n’a pas abouti à une ovulation ou bien la chèvre a ovulé et qu’elle 
a eu un cycle court. Il aurait été intéressant de réaliser un suivi des œstrogènes sanguins afin 
de mieux caractériser la réponse ovarienne en réponse à l’effet bouc. Les échographies 
ovariennes présentent également un intérêt à cet égard. D’après notre expérience, chez la 
chèvre, l’observation des ovaires par échographie reste compliquée à réaliser à cause de la 
petite taille des animaux. Les follicules et les corps jaunes ne sont pas facilement identifiables, 
une expertise est exigée pour détecter le moment de disparition de follicules préovulatoires qui 
indiquent que l’ovulation a eu lieu.  
Dans notre étude, une faible dose de progestagène a été utilisée (20 mg). L’utilisation d’une 
dose plus élevée (45 mg) n’a pas influencé le délai de pic de LH ni l’ovulation chez d’autres 
races (Pellicer-Rubio et al., 2007, 2008 ; Chentouf et Bister, 2011) et, par conséquent, n’a pas 
engendré des perturbations au niveau de la phase lutéale (Vinoles et al., 1999 ; 2001). 





D’autres facteurs peuvent influencer la réponse à l’effet bouc, à savoir la réactivité de la 
femelle, l’âge et l’expérience des mâles, la nutrition, la stimulation des boucs avec des femelles 
en œstrus avant leur utilisation et la qualité de la stimulation (Walkden-Brown et al., 1993; 
Perkins and Fitzgerald, 1994; Flores et al., 2000; Thimonier et al., 2000; Ungerfeld et al., 2008).  
Au cours de notre étude, les mâles n’ont pas été stimulés par des femelles mises en œstrus avant 
leur introduction dans les lots. En plus, ils n’ont pas été évalués pour leur qualité de stimulation.  
En effet, plusieurs études rapportent que pour évaluer la qualité et l’intensité de stimulation du 
bouc, un suivi du comportement sexuel en évaluant la variation en fonction de la saison de 
reproduction mais aussi après traitement photopériodique des principaux caractères liés au 
comportement et qui sont utilisés lors de la stimulation de la femelle à savoir les approches, le 
flehmen, la miction, les reniflements ano-génitaux et les sauts (Ponce et al., 2014; Loya Carrera 
et al., 2014; Bedos et al., 2016). Les mâles doivent avoir un comportement similaire à celui 
qu’ils ont en saison sexuelle. 
En saison sexuelle, le remplacement de l’eCG par l’effet de bouc introduit 48h avant ou au 
moment du retrait d’éponge dans le protocole classique peut être une bonne alternative à ce 
dernier pour synchroniser l’œstrus et l’ovulation chez les chèvres Beni Arouss ; Il reste à 
vérifier la réponse des chèvres à un traitement dans lequel ni l’effet bouc ni l’eCG sont utilisés. 
En fait, il se peut que l’effet bouc ne soit pas utile pour la synchronisation des chèvres Beni 
Arouss en saison sexuelle et que seulement le traitement à base de progestagènes et 
cloprostenol suffira. Dans notre étude, un délai de LH qui varie entre 30 et 54 h après retrait 
d’éponge a été enregistré dans les 2 lots traités avec l’effet bouc ; 2 chèvres uniquement ont eu 
leurs pics de LH après les 54h. En prenant en considération le moment d’ovulation, les chèvres 
Beni Arouss stimulées avec l’effet bouc peuvent être inséminées 58h après le retrait d’éponge 
en saison sexuelle. En effet, dans notre essai et en se basant sur les résultats des études 
précédentes, les chèvres traitées avec l’effet bouc ont été inséminées 52h et 75h après le retrait 
d’éponge et les chèvres soumises au traitement classique ont été inséminées 48h après le retrait 
d’éponge. D’après les résultats obtenus et qu’on n’a pas présentés dans cette thèse, en anœstrus 
saisonnier aucune des chèvres n’a été gestante alors qu’en saison sexuelle, le taux de gestation 
a été satisfaisant dans les trois groupes (67%). Cette mauvaise fertilité inexpliquée peut être 
liée à plusieurs facteurs à savoir l’état de stress crée lors des prélèvements sanguins avant et 
après insémination artificielle, la qualité du corps jaune formé et l’état sanitaire des animaux. 
Encore, des études à l’échelle des fermes, dans les conditions réelles et avec un effectif 
important doivent être conduites afin d’évaluer la qualité et la quantité d’ovulations qui par 












Conclusions et perspectives  
Cette thèse avait pour objectifs de caractériser, en fonction de la saison, l’activité de 
reproduction et l’aptitude à la conservation à l’état liquide de la semence chez les boucs de la 
race Beni Arouss et de mettre au point des protocoles pour la maitrise de la reproduction chez 
la chèvre de cette race. L’activité de reproduction et l’aptitude de conservation de la semence 
ont été étudiées mensuellement au cours des quatre saisons de l’année. Le volet consacré à la 
mise au point des protocoles d’induction et de synchronisation d’œstrus et d’ovulation chez la 
chèvre Beni Arouss a concerné au départ les protocoles hormonaux classiques avant de passer 
à la mise au point d’un protocole alternatif basé sur l’utilisation de l’effet bouc pendant 
l’anœstrus et en saison sexuelle. Les résultats obtenus vont permettre de générer un guide à 
suivre lors de la mise en place du centre d’insémination artificielle qui va accompagner le 
programme d’amélioration génétique de cette race. Ce programme va contribuer au 
développement de la filière caprine, retenue par les autorités en tant que filière stratégique pour 
le développement de l’agriculture dans la région du Nord du Maroc. 
La caractérisation en fonction de la saison du comportement sexuel, de la taille testiculaire et 
des caractéristiques de la semence chez les boucs Beni Arouss suggère que, malgré qu’une 
performance de reproduction maximale ait été obtenue en été et automne, à l’échelle des 
élevages, la reproduction peut être possible tout au long de l’année. De même, l’IA avec de la 
semence fraiche de telles caractéristiques reste prometteuse.  
L’insémination artificielle avec de la semence conservée à l’état liquide est une technique 
pratique et très courante au niveau des centres d’IA. Seulement, dans la région du Nord du 
Maroc les élevages caprins sont éloignés les uns des autres et localisés dans des zones a accès 
difficile, la capacité du sperme à maintenir sa qualité pendant 24 heures de conservation est 
essentielle pour assurer une flexibilité suffisante entre le centre d’IA les élevages caprins de la 
région. 
Lors de la conservation de la semence des boucs Beni Arouss dans un dilueur synthétique à 
16°C et pendant 24 heures, la qualité de la semence a diminué progressivement entre 0 et 24 
heures de conservation et cela est dans toutes les saisons de l’année. Cependant, après 24 heures 
de conservation, le sperme collecté en été était de meilleure qualité que celui collecté pendant 
les autres saisons à savoir l’automne. Afin de mieux comprendre la cause de cette faible 
aptitude de conservation à l’état liquide constatée en automne, une analyse de la composition 
du plasma séminal du bouc dans les différentes saisons de l’année doit être réalisée. La teneur 
en principales enzymes antioxydantes et le profil protéique sont parmi les composants qui 
nécessitent une évaluation afin d’essayer de mieux comprendre les mécanismes physiologiques 
impliqués dans cette variation entre la conservation du sperme en été et en automne.  
Du point de vue de la qualité de la semence après 24h de conservation, nos résultats, lorsqu’on 
les compare avec ceux de la littérature, suggèrent que la semence du bouc Beni Arouss peut 
garder un pouvoir fécondant satisfaisant indépendamment de la saison, et ce même après 24h 
de conservation à l’état liquide. Pourtant, il serait intéressant d’évaluer après IA chez des 
chèvres en chaleurs et dans les différentes saisons de l’année la fertilité du sperme après 
conservation pendant 24 h. 
Par ailleurs, sur le plan génétique, la congélation de la semence présente un atout 
supplémentaire. Des protocoles de congélation du sperme du bouc Beni Arouss doivent être 





mis au point tant au niveau de la programmation du refroidissement qu’au de point de vue des 
cryoprotecteurs.  
Chez la chèvre Beni Arouss, l’ensemble des traitements classiques appliqués ont été efficaces 
pour la stimulation et la synchronisation des chaleurs et des ovulations en période d’anœstrus 
saisonnier et en saison sexuelle. En saison sexuelle, l’utilisation des éponges imprégnées de 40 
mg de FGA retarde les réponses œstrales et ovulatoires par rapport aux éponges de 20 mg de 
FGA.  
Pour une moindre utilisation d’hormones, le protocole basé sur l’insertion d’une éponge 
imprégnée de 20 mg de FGA pendant 11j, avec des injections intramusculaires de 300 UI 
d’eCG et 50 µg de cloprostenol 48 h avant le retrait d’éponge est suffisant pour induire et 
synchroniser l’ovulation chez la chèvre Beni Arouss. Ce protocole doit être vérifié et validé en 
utilisant un nombre important d’animaux, idéalement avec une détermination du moment 
précis de l’ovulation et du taux d’ovulation à travers l’observation des ovaires par échographie.  
D’après les résultats obtenus et en prenant en considération le moment estimé pour l’ovulation 
après le pic préovulatoire de LH, les chèvres soumises à ce traitement pourraient être 
inséminées 48h après le retrait d’éponge en anœstrus saisonnier et 42h après le retrait d’éponge 
en saison sexuelle. Des études supplémentaires doivent être conduites afin d’évaluer la fertilité 
après IA. La qualité et le taux d’ovulation restent parmi les principaux facteurs qui influencent 
la fertilité et la prolificité chez la chèvre.  
Avec les utilisations répétées des traitements hormonaux à base d’eCG, une apparition des 
anticorps anti-eCG est décrite. En plus, l’évolution récente des préoccupations sociétales vers 
le renforcement du respect et du bien-être de l’animal d’une part et de la sécurité alimentaire 
des produits animaux à travers une réduction des résidus en hormones d’autre part obligera les 
éleveurs à favoriser des protocoles alternatifs au traitements hormonaux classiques. Chez la 
chèvre Beni Arouss, le remplacement dans le protocole classique mis au point dans notre 
recherche, de l’eCG par l’effet bouc en contre saison a généré de faibles résultats. Il sera 
cependant important de poursuivre des pistes alternatives où la posologie et la durée ou la voie 
d’administration de progestérone ou encore la durée de l’effet bouc devront être testées.   
En saison sexuelle, le même protocole apparaît comme une alternative adéquate pour la 
synchronisation d’œstrus et d’ovulation chez la chèvre Beni Arouss. Toujours en prenant en 
considération le moment estimé d’ovulation, les chèvres semblent pouvoir être inséminées 58h 
après le retrait d’éponge en saison sexuelle. Des études de terrain doivent être conduites afin 
d’évaluer la fertilité après IA. 
De point de vue pratique, au Nord du Maroc la plupart des élevages caprins sont conduits de 
manière extensive. De ce fait, la séparation entre les mâles et les femelles reste difficile à mettre 
en œuvre. Les éleveurs ne pouvant pas alimenter leurs males séparément, ils les laissent pâturer 
avec le reste du troupeau. Des solutions comme la création de coopératives ou de centres qui 
s’occupent de l’élevage collectif des boucs des éleveurs ainsi que de leur traitement 
photopériodique pour une utilisation efficace dans les élevages pendant la période idéale sont 
à envisager. Ces pratiques ont déjà commencé à être appliqués en Mexique et sont à considérer 
dans les futures stratégies de développement de la filière. 





En guise de conclusion finale, il sera indispensable de tester auprès des élevages les acquis de 
cette recherche. Après vérification et éventuelle adaptation, ils pourront contribuer à une 
meilleure maitrise de la reproduction chez la race Beni Arouss et au développement de 
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